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Im Rahmen der regenerativen Therapien verschiedener Erkrankungen hat der 
Einsatz verschiedener Stammzellpopulationen in der letzten Dekade sowohl in der 
Human- als auch in der Veterinärmedizin kontinuierlich an Bedeutung gewonnen 
(SMITH et al. 2003; GODWIN et al. 2012; SMITH et al. 2013; BREHM et al. 2014). In 
der Behandlung muskuloskelettaler Erkrankungen bei Pferden wird meist die 
spezifisch definierte Stammzellpopulation der adulten multipotenten mesenchymalen 
Stromazellen (MSC, HORWITZ et al. 2005) eingesetzt, welche auf Grund ihrer 
Herkunft aus mesodermalen Geweben optimale Vorrausetzungen als Therapeutikum 
im orthopädischen Bereich bieten. Routinemäßig kommen MSC bei der Therapie von 
Sehnenerkrankungen des Pferdes zum Einsatz, was auch für die Humanmedizin viel 
versprechende Möglichkeiten aufzeigt.  
Sehnenerkrankungen sind eine der häufigsten orthopädischen Problematiken. In der 
Humanmedizin treten diese Pathologien mit höchster Prävalenz an den Sehnen der 
Rotatorenmanschette, an der Achillessehne und an den Beugesehnen des Armes 
auf (TEMPELHOF et al. 1999; TASHJIAN 2012; de JONG et al. 2014). Erkrankungen 
der Rotatorenmanschette betreffen Menschen in der zweiten Lebenshälfte mit 
steigender Inzidenz (TEMPELHOF et al. 1999). Achillessehnenerkrankungen 
umfassen hierbei Tendinopathien des mittleren Anteils sowie Rupturen und betreffen 
meist sportlich aktive Menschen mittleren Alters (JÄRVINEN et al. 2005; RAIKIN et 
al. 2013; de JONG et al. 2014). Degeneration der Sehnen und Überbelastung 
werden als die entscheidenden pathogenen Faktoren beschrieben. Deutlich wird dies 
durch die hohen Inzidenzraten, welche mit bis zu 52% für eine Achillessehnenruptur 
bei Elitesportlern beschrieben werden (KUJALA et al. 2005). Im Vergleich dazu erhob 
eine Studie ein Risiko von 0,185% der Allgemeinbevölkerung, an einer 
Achillessehnentendinopathie zu erkranken. Therapien umfassen konservative 
Methoden wie die Verabreichung von nichtsteroidalen Antiphlogistika, bewusste 
Trainingsprogramme und Physiotherapie ebenso wie chirurgische Techniken 
(KADER et al. 2002). Das Auftreten von Rezidiven wird in bis zu 27% der Fälle 
beschrieben (GAJHEDE-KNUDSEN et al. 2013). 
In der Pferdeorthopädie weisen Sehnenerkrankungen eine ebenfalls hohe Prävalenz 
auf und betreffen je nach Einsatz der Pferde in unterschiedlichen Sportarten 
verschiedene Bänder und Sehnen der distalen Gliedmaße. In den 
Rennsportdisziplinen wird die Erkrankungs- und Verletzungshäufigkeit der 
oberflächlichen Beugesehne (OBS) mit bis zu 46% aller Verletzungen angegeben, 
wobei mit 11,1% am häufigsten die Vordergliedmaßen betroffen sind (KASASHIMA 





Springsport einen großen Anteil an Erkrankungen des Bewegungsapparates aus. 
Indessen sind hier Schäden der OBS und des Fesselträgers (Musculus interosseus 
medius) zu gleichen Anteilen vertreten (SINGER et al. 2008).  
Ein Vergleich der Erkrankungskomplexe der humanen Achillessehne und der 
equinen OBS bietet sich an (AVELLA et al. 2009): Sowohl die Belastung durch 
athletische Nutzung als auch die anatomischen, physiologischen und 
pathophysiologischen Gegebenheiten ähneln sich (THORPE et al. 2010; 
PATTERSON-KANE et al. 2014). Am häufigsten treten unter natürlichen 
Bedingungen in beiden Spezies zentrale Sehnendefekte auf. Die Erkrankung ist beim 
Menschen durch kleine, diffus verteilte Läsionen charakterisiert (JÄRVINEN et al. 
2005). Pferde zeigen meist eine zentrale große Läsion, welche sich im Ultraschall 
hypoechogen darstellt und auch „core lesion“ genannt wird. Somit stellen Pferde ein 
geeignetes Tiermodell zur Erforschung von Sehnenerkrankungen dar (LUI et al. 
2011; MUTTINI et al. 2012; PATTERSON-KANE et al. 2014). 
Kausal wird eine Vielzahl an Einflüssen, welche am Entstehen equiner zentraler 
Sehnendefekte beteiligt sind, diskutiert und erforscht. So scheinen Faktoren wie Alter 
(AVELLA et al. 2009; ELY et al. 2009; O'MEARA et al. 2010), Gewicht (PINCHBECK 
et al. 2004; O'MEARA et al. 2010), Geschlecht (TAKAHASHI et al. 2004) und 
anatomische Gegebenheiten des Hufes (KANE et al. 1996; KANE et al. 1998) 
ebenso einen Einfluss auf die Entstehung zu haben wie die Bodenbeschaffenheit 
(WILLIAMS et al. 2001), ischämische und hyperthermische Zustände  während des 
Trainings (BIRCH et al. 1997a; BIRCH et al. 1997b; TAKAHASHI et al. 2004) sowie 
Mikrotraumata mit anschließender Freisetzung kataboler Enzyme (MILES et al. 1994; 
TAKAHASHI et al. 2004; DUDHIA et al. 2007). Zudem wird der Komplex der 
Sehnenerkrankungen beim Pferd durch hohe Rezidivraten von bis zu 80% 
gekennzeichnet, welche auf die unter natürlichen Umständen auftretende 
Defektheilung zurückgeführt werden. Hierbei kommt es im Rahmen einer Reparation 
nach einer initialen Entzündungsreaktion zur Bildung eines fibroblastenreichen 
Narbengewebes, welches durch eine geringere Elastizität gekennzeichnet ist. Diese 
wiederum ist auf die Synthese von Kollagen Typ III statt Typ I und reduzierte 
Ausbildung von Quervernetzungen zwischen den Kollagenbündeln zurückzuführen, 
welche in Folge zu einer nicht-parallelen Ausrichtung der Bündel zueinander führen. 
Die Kollagenfibrillen weisen zudem einen reduzierten Durchmesser auf (NIXON et al. 
2008, CROVACE et al. 2010). 
Ältere Therapieformen wie Sehnensplitting, welches eine Druckentlastung des 
Defektbereiches herbeiführt, intraläsionale Applikation von Hyaluronsäure oder Beta-
amino-proprionitril-fumarat (BAPN-F) allein oder in Kombination mit physikalischen 





Senkung der Rezidivraten, sondern verstärken teilweise sogar die 
Narbengewebsbildung (DOWLING et al. 2000; DYSON et al. 2004). 
Die intraläsionale Applikation von MSC zielt hingegen auf eine Regeneration des 
Gewebes. Studien zur MSC-Applikation weisen deutlich reduzierte Rezidivraten 
(16%) im retrospektiven Vergleich zu konservativen Therapien (44 - 65%) nach, bei 
einer Nachverfolgungszeit von bis zu 2 Jahren (DOWLING et al. 2000; DYSON et al. 
2004; GODWIN et al. 2012; SMITH et al. 2013).  
Bis heute sind jedoch die Wirkmechanismen der MSC-Therapie, die zu einer 
verbesserten Heilung von Sehnenerkrankungen führen, nicht vollständig geklärt. 
Verschiedene Theorien werden diskutiert und untersucht.  
Einerseits wird die Möglichkeit der Freisetzung von Wachstumsfaktoren erörtert, 
welche ortsständige Zellen zur Teilung und vermehrten Produktion extrazellulärer 
Matrix anregen (FORTIER et al. 2005).  
Weiterhin wird die durch Zell-Zell-Kontakt von MSC und Leukozyten sowie die 
Ausschüttung von löslichen Faktoren vermittelte Immunmodulation in den letzten 
Jahren intensiv erforscht (CARRADE et al. 2011; STEWART & STEWART 2011; 
CARRADE et al. 2012). Durch die vermehrte Produktion von Stickstoffmonoxid, 
Prostaglandin E2 und des transformierenden Wachstumsfaktores β sowie die 
Induktion der Indolaminoxidase wird die Zellteilung von T-Zellen beeinflusst und 
Makrophagen des Types 2 induziert. Dies könnte zur Auflösung des chronischen 
Entzündungsprozesses und der damit verbundenen fortdauernden Schädigung des 
Gewebes führen (DAKIN et al. 2012; DAKIN et al. 2014). 
Zu Beginn der MSC-Forschung wurde die Zelldifferenzierung als ursächlich für ihre 
Wirkungsweise diskutiert. Eine in vivo Differenzierung in Tenozyten mit 
anschließender Produktion von Matrixproteinen wird als Grundlage der Regeneration 
des geschädigten Gewebes angesehen. Histologische Untersuchungen konnten eine 
bessere Organisation der extrazellulären Matrix sowie eine Reduktion der 
Leukozyteninfiltration nachweisen (NIXON et al. 2008; CROVACE et al. 2010). So 
weisen histologische Sehnenpräparate nach einer MSC-Behandlung eine unimodale 
Kollagenfibrillenverteilung mit einem Durchschnitt von 50-100 nm und eine verstärkt 
parallele Anordnung der Fibrillen auf (NIXON et al. 2008; SCHNABEL et al. 2009; 
CROVACE et al. 2010; CANIGLIA et al. 2012). Zudem konnte eine verstärkte 
Neovaskularisation nach MSC-Applikation mittels Dopplersonografie nachgewiesen 
werden (CONZE et al. 2014). Bisher konnte dieser Effekt zwar nicht auf eine 
Veränderung der extrazellulären Matrixzusammensetzung zurückgeführt werden, 
jedoch wurden bislang nur einige Teilaspekte untersucht (NIXON et al. 2008; 
SCHNABEL et al. 2009; SMITH et al. 2013). Diese Ergebnisse haben das Interesse 





besser zu verstehen. Zudem könnte eine Applikation prä-differenzierter Zellen das 
Therapieergebnis verbessern.  
Ein umfassenderes Verständnis der Wirkmechanismen ist eine notwendige 
Grundlage, um MSC in Zukunft optimal zu nutzen und die Therapieergebnisse 
weiterhin zu verbessern. Hierfür ist es zunächst wichtig, die phänotypischen und 
funktionellen Eigenschaften der Zellen bestmöglich zu kennen.  
Nachdem durch FRIEDENSTEIN et al. (1976) erstmalig die Isolation und Kultivierung 
von MSC beschrieben wurden, konnten diese von FORTIER et al. (1998) auch aus 
equinen Knochenmarkpunktaten gewonnen werden. In den folgenden Jahren wurde 
das Vorkommen mesenchymaler Stromazellen in weiteren Gewebequellen, darunter 
Fettgewebe (VIDAL et al. 2008), Nabelschnurblut, Nabelschnurgewebe (KOCH et al. 
2007; HOYNOWSKI et al. 2007), Sehnengewebe und peripherem Blut (KOERNER et 
al. 2006, LOVATI et al. 2011) nachgewiesen. 
Die Zellen aller Quellen wachsen plastikadhärent und weisen eine spindelförmige 
Zellmorphologie auf. Des Weiteren besitzen sie die Fähigkeit zur Differenzierung in 
mesenchymale Zelltypen, wie Osteoblasten, Chondroblasten, Myozyten, Tenozyten 
oder Adipozyten (ZUK et al. 2001; KOCH et al. 2007; VIDAL et al. 2008; VIOLINI et 
al. 2009; BURK et al. 2013, GULATI et al. 2013) Dennoch zeigen vergleichende in-
vitro-Studien, dass MSC, welche aus verschiedenen Geweben isoliert wurden, sich 
maßgeblich in Charakteristiken des Zellwachstums, des Differenzierungspotenzials 
sowie der Genexpression unterscheiden (VIDAL et al. 2008; TAYLOR et al. 2009; 
BURK et al. 2013). Die meisten in-vitro-Untersuchungen fokussieren sich auf die 
Eigenschaften von MSC aus Knochenmark und Fettgewebe, da diese beiden 
Quellen am häufigsten in der Therapie eingesetzt werden. Auf der Suche nach einer 
optimalen Zellquelle zur Therapie von Sehnenerkrankungen, welche eine einfache 
und komplikationsfreie Gewinnung, ein schnelles Wachstum sowie ein gutes 
tenogenes Differenzierungspotenzial aufweisen sollten, werden verschiedene andere 
Gewebe als Zellquellen erforscht. Untersuchungen zeigen, dass Zellen aus 
Sehnengewebe sich schneller auf Sehnenscaffolds ansiedeln und mehr 
extrazelluläre Matrixproteine produzieren (STEWART et al. 2009). Zudem weist der 
Zelltyp kurze Generationszeiten in vitro auf (BURK et al. 2013). Beide Eigenschaften 
erscheinen vorteilhaft im Rahmen der Therapie von Sehnenerkrankungen. Ein 
großes Interesse besteht ebenso an MSC aus Nabelschnurblut oder 
Nabelschnurgewebe. Diese werden als juvenile Quellen erachtet, denen eine wenig 
fortgeschrittene Differenzierung zugeschrieben wird. Hierin soll ein größeres 
Potenzial zur Differenzierung in andere Gewebe begründet sein, das sich positiv im 
therapeutischen Einsatz auswirken könnte.  
Eine derzeit verfügbare Möglichkeit, dies im Hinblick auf tenogene Differenzierung zu 





Gene, die für Kollagene und Proteoglykane kodieren, welche den größten Teil der 
extrazellulären Matrix darstellen. Ebenso kann eine Tenogenese durch essentielle 
Transkriptionsfaktoren wie Skleraxis nachgewiesen werden. 
Wie eingangs erwähnt, ist es ein Ziel der aktuellen MSC-Forschung eine 
Differenzierung in Tenozyten durchzuführen und durch deren Einsatz in vivo eine 
Verbesserung der Therapie von Sehnenerkrankungen zu bewirken. Um dieses Ziel 
jedoch zu erreichen, ist es unabdingbar, den Vorgang der Tenogenese tiefgründig zu 
analysieren und zu verstehen. In Untersuchungen an equinen Foeten, im Wachstum 
befindlichen Jährlingen und adulten Pferden konnte eine größere Menge an Kollagen 
1A2 und Tenascin-C in immaturen Geweben nachgewiesen werden (TAYLOR et al. 
2009). In diesen Untersuchungen konnten ebenfalls Veränderungen der 
Genexpression im Rahmen der Tenoneogenese nach Sehnenerkrankungen 
aufgezeigt werden. Unter anderem kommt es bei diesem Prozess zu einer Erhöhung 
der Skleraxisexpression (TAYLOR et al. 2009). Skleraxis wurde ebenfalls in Studien 
der Humanmedizin als Faktor mit bedeutendem Einfluss auf die Teno(neo)genese 
identifiziert (ASLAN et al. 2008, MURCHISON et al. 2007). Weiterhin konnte eine 
vermehrte Expression von Kollagen 3A1 im Rahmen der Sehnenheilung 
nachgewiesen werden (BIRCH et al. 1998, NIXON et al. 2008; THORPE et al. 2010). 
Alle Veröffentlichungen in diesem Bereich beschränken sich auf die Untersuchung 
weniger Proteine und Transkriptionsfaktoren, denen eine zentrale Bedeutung 
beigemessen wird. Das Zusammenspiel der genannten Faktoren wurde jedoch nicht 
vollständig untersucht und die Bedeutung anderer Bestandteile der extrazellulären 
Matrix von Sehnen hat bisher keine Berücksichtigung gefunden. Der Einfluss von 
Wachstumsfaktoren auf die tenogene Differenzierung von MSC ist Bestandteil 
verschiedener Untersuchungen. Eine erhöhte Sehnenmarkerexpression im Vergleich 
zu den jeweiligen Kontrollen konnte für knochenmorphogenetisches Protein-12 
(BMP-12) sowie verschiedene Wachstumdifferenzierungsfaktoren (GDFs) 
nachgewiesen werden (VIOLINI et al. 2009; GULATI et al. 2013; RAABE et al. 2013). 
Weiterhin fokussieren sich aktuelle Ansätze zur Differenzierung von MSC in 
Sehnenzellen auf die Kultivierung unter dreidimensionalen Bedingungen in 
Kollagengerüsten oder die Ko-Kultivierung mit Tenozyten sowie eine mechanische 
Reizung durch zyklische Dehnung (TAYLOR et al. 2009; VIOLINI et al. 2009; 
LOVATI et al. 2012; RAABE et al. 2013). Da die Vorgänge der Sehnenentwicklung 
sowie der Heilungsabläufe noch nicht vollständig verstanden sind, ist auch die 
tenogene Differenzierung von MSC bisher in der Entwicklung noch nicht weit 
fortgeschritten. Infolgedessen stellt eine vergleichende Analyse der Eigenschaft 
Tenogenese-assoziierte Proteine zu exprimieren eine Grundlage für eine potenzielle 






Weiterhin besteht aufgrund der deutlichen Unterschiede, die MSC aus verschiedenen 
Gewebequellen aufweisen, die Notwendigkeit, eine allgemeine Definition der 
Zellpopulation zu etablieren. 2006 veröffentlichte die „International Society for 
Cellular Therapies“ (ISCT) ein Positionspapier (DOMINICI et al. 2006). Dieses 
fordert, dass humane MSC in vitro folgende Bedingungen erfüllen müssen: 
 Plastikadhärenz 
 Tripotente Differenzierung in Knochen-, Knorpel- und Fettzellen 
 Expression der Cluster of Differentiation Antigene (CD) CD 73, CD 90 
und CD 105 auf ≥95 % der Zellpopulation 
 Expression der Antigene CD 14 oder 11b, CD 34, CD 45, CD 79α oder 
19 und des Haupthistokompatibilitätskomplexes II (MHC II) auf ≤ 2 % 
der Zellpopulation 
Die Untersuchung der Antigenprofile bei MSC verschiedener Haustiere, unter 
anderem von Pferden, weist einige Schwierigkeiten auf. Die kommerzielle Produktion 
von Antikörpern ist in den meisten Fällen auf Antikörper gegen humane Antigene 
oder solche klassischer Versuchstierspezies beschränkt. Des Weiteren ist die 
Kreuzreaktivität humaner Antikörper mit equinen Antigenen nur in seltenen Fällen 
gegeben (IBRAHIM et al. 2007; SCHAUWER et al. 2011; SCHAUWER et al. 2012). 
Erste Versuche der Charakterisierung von equinen MSC wurden unter anderem von 
SCHAUWER et al. (2012) und BRAUN et al. (2010) durchgeführt, wobei allerdings 
nicht das vollständige von der ISCT empfohlene Antigenprofil untersucht wurde.  
Eine Charakterisierung anhand der ISCT-Kriterien ist jedoch nicht nur im Hinblick auf 
die exaktere Zellcharakterisierung für veterinärmedizinische Anwendungen wichtig. 
Sie ist ebenfalls als Grundlage für eine erfolgreiche Translation der Ergebnisse aus 
equinen Studien in die Humanmedizin anzusehen. Hierbei ist die Phänotypisierung 
der Antigenprofile der letzte notwendige Schritt zur Erreichung dieses Zieles 
(SCHAUWER et al. 2011). 
Basierend auf dem hier dargestellten Kenntnisstand waren sowohl die 
Phänotypisierung equiner MSC als auch die Untersuchung der Expression von 
Sehnenmarkern durch equine MSC Gegenstand der vorliegenden Arbeit. Aufgrund 
zu erwartender Unterschiede wurden hierbei vergleichende Untersuchungen an 
verschiedenen Gewebequellen durchgeführt. 







1a.  Eine Phänotypisierung anhand der ISCT-Kriterien ist für equine MSC möglich. 
1b. Equine plastikadhärente Zellen mit tripotentem Differenzierungspotenzial 
erfüllen diese Kriterien unabhängig vom Ursprungsgewebe. 
1c. Die Eigenschaften equiner und humaner MSC sind auch hinsichtlich des 
„Antigenprofils“ vergleichbar.  
 
2a. Equine MSC exprimieren Sehnenmarker in Einschichtzellkultur.  
2b.  Equine MSC verschiedener Ursprungsgewebe unterscheiden sich in der 
Expression von Sehnenmarkern. 
2c.   Durch Unterschiede in der Sehnenmarkerexpression zeichnen sich Vorteile 





1. Ziel der ersten in-vitro-Studie war es, die vergleichende Charakterisierung der 
Antigenexpressionsprofile equiner MSC aus verschiedenen 
Ursprungsgeweben anhand der ISCT-Kriterien mittels Durchflusszytometrie 
durchzuführen. Hiermit wird eine genauere Definition der Zellpopulation 
etabliert, welche in Folge eine Translation der Ergebnisse aus equinen 
Studien in die Humanmedizin ermöglicht. 
2. Ziel der zweiten in-vitro-Studie war es, die Sehnenmarkerexpression equiner 
MSC aus verschiedenen Ursprungsgeweben mittels Echtzeit-
Polymerasekettenreaktion (RT-PCR) zu untersuchen. Diese Analysen tragen 
zu einer besseren Charakterisierung der Zellen bei und ermöglichen die 
Identifizierung von Gewebequellen, die sich für die therapeutische Anwendung 







4.1 Publikation 1 (Vergleichende Immunophenotypisierung equiner 
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Horses are an approved large animal model for therapies of the musculoskeletal 
system. Especially for tendon disease where cell based therapy is commonly used in 
equine patients, the translation of achieved results to human medicine would be a 
great accomplishment. Immunophenotyping of equine mesenchymal stromal cells 
(MSCs) remains the last obstacle to meet the criteria of the International Society for 
Cellular Therapy (ISCT) definition of human MSCs. Therefore, the surface antigen 
expression of CD 29, CD 44, CD 73, CD 90, CD 105, CD 14, CD 34, CD 45, CD 79α and 
MHC II in equine MSCs from adipose tissue, bone marrow, umbilical cord blood, 
umbilical cord tissue and tendon tissue was analyzed using flow cytometry.  
Isolated cells from the different sources and donors varied in their expression pattern 
of MSC-defining antigens. In particular, CD 90 and 105 showed most heterogeneity. 
However, cells from all samples were robustly positive for CD 29 and CD 44, while 
being mostly negative for CD 73 and the exclusion markers CD 14, CD 34, CD 45, CD 
79α and MHC II. Furthermore, it was evident that enzymes used for cell detachment 
after in vitro-culture affected the detection of antigen expression. 
These results emphasize the need of standardization of MSC isolation, culturing and 
harvesting techniques. As the equine MSCs did not meet all criteria the ISCT defined 
for human MSCs, further investigations for a better characterization of the cell type 
should be conducted. 
 
Key words: horse – MSC - flow cytometry - surface antigen expression - detachment 





Mesenchymal stromal cells (MSCs) are a promising therapeutic option for a broad 
range of diseases. Encouraging results could be achieved in immunologic disorders 
like graft versus host disease (GVHD) [1, 2] as well as in the treatment of inflammatory 
conditions [3] and degenerative diseases especially in orthopedics, like tendinopathy 
and osteoarthritis [4].  
Since the first isolation of MSCs from bone marrow [5], many different tissues were 
found to harbor MSCs as well, including adipose tissue [6, 7], tendon tissue [8], 
umbilical cord blood [9], umbilical cord matrix [10, 11] and peripheral blood [12, 13]. 
MSCs from all sources show a spindle shaped morphology but differ in growth 
characteristics, differentiation potential [14, 15, 16] and gene expression of chemokine 
receptors [17].  
To find a common denomination, in 2006 the International Society for Cellular 
Therapy (ISCT) published a white paper [18]. According to this, human multipotent 
mesenchymal stromal cells [19] must meet the minimal criteria of being plastic 
adherent, showing the capacity of tri-lineage differentiation and express the surface 
markers CD 73, CD 90 and CD 105 while lacking the expression of CD 45, CD 34, CD 
14 or 11b, CD 79α or 19 and HLA-DR. Yet, there is still no consensus on a marker panel 
to define MSCs from other species than human beings, especially from large model 
animals. 
Still, with the need for animal models that closely resemble human diseases, the horse 
is considered to be a superior large animal model for orthopedic diseases such as 
Achilles tendinopathy or osteoarthritis [20, 21, 22]. This is due to the resemblance of 
equine joints and large tendons to their human equivalents not only regarding 
anatomical aspects such as cartilage thickness [20] or tendon composition and 




laboratory animals lack comparability to humans due to the immense differences in 
terms of mechanical loads on tendons and cartilage [23]. Using the horse as a model 
in clinical and experimental studies, promising results have been obtained with the 
therapeutical usage of MSCs for orthopedic disorders. In particular, MSC treatment of 
equine tendinopathy yielded lower re-injury rates [24, 25, 26, 27] and an improved 
tendon structure [28, 29, 30]. Therefore, the therapeutic results achieved in equine 
athletes during the last decade could be valuable in human medicine as well. 
However, the suitability of the equine models for human diseases relies on a far more 
detailed analysis of the equine MSCs used for therapeutical transfer.  
On that account, it is necessary to better characterize equine MSCs and to assess 
whether they meet the criteria which the ISCT proposed for human MSCs. Until now, 
this remains a challenge because there are only few monoclonal antibodies (mAbs) 
available that show cross-reactivity with equine epitopes [31, 32, 33, 34]. Moreover, it 
is known that there are differences in cell surface marker expression of MSCs between 
different species [35, 36]. Potentially due to these reasons, the complete marker panel 
proposed for human MSCs was not yet shown to be applicable to equine cells.  
Therefore, we aimed to improve the transferability of studies on MSC therapies in the 
equine model to human disease. The purpose of this study was to assess whether the 
complete array of cell surface markers defined by the ISCT is applicable to equine 
MSCs and to further investigate if equine MSCs can be characterized by a uniform 




Materials and Methods 
Experiment overview  
All mAbs used in the study were first tested regarding their cross-reactivity with 
equine cells. Positive surface markers (according to ISCT guidelines) were evaluated on 
equine MSCs by confocal microscopy and flow cytometry (FCM), and exclusion 
markers were tested on equine peripheral blood mononuclear cells (PBMCs) by FCM. 
Further, potential influences of cell detachment methods on MSC marker expression 
were assessed using n = 3 samples of MSCs and PBMCs. 
Based on the protocols that were then established, the comparative characterization 
of equine MSCs derived from 5 different sources was performed. For each cell source, 
n = 6 samples were analyzed by FCM. 
 
Isolation and culture of MSCs 
Six samples from healthy adult warmblood and Haflinger horses (mean age 5.1 years) 
of each bone marrow (BM), adipose tissue (AT) and tendon tissue (TT) were collected, 
as well as six samples of umbilical cord blood (UCB) and umbilical cord tissue (UCT) 
from healthy warmblood and thoroughbred foals within the first hour after birth. 
Sample collection had been approved by the local ethics committee (Landesdirektion 
Leipzig, A 13/10). MSCs were isolated and their differentiation potential was confirmed 
as described previously [37] before they were stored at -134 °C until further analysis. 
The cells were thawed at 37 °C, washed twice and seeded at a density of 500.000/175 
cm² in cell culture flasks (BD Falcon™, BD, Franklin Lakes, New Jersey) using low 
glucose concentration (1 g/L) Dulbecco's modified eagle medium (DMEM) (life 




bovine serum (FBS; Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany), 100 IU/mL penicillin, 0.1 
mg/mL streptomycin (PAA, Pasching, Austria) and 0.05 mg/mL gentamycin (PAA, 
Pasching, Austria). Cells were expanded until passage (P) 3 at 37 °C, 5% CO2 and 95% 
humidity. Medium was changed twice a week.  
 
Isolation and culture of PBMCs 
Syringes were loaded with 15.000 IU heparin-sodium (B Braun, Tuttlingen, Germany). 
The jugular vein was prepared aseptically and a sample of 27 mL peripheral blood was 
taken from each horse (mean age 8.3 years). Sample collection had been approved by 
the local ethics committee (Landesdirektion Leipzig, V 06/13). The blood was directly 
transferred to the laboratory and PBMCs were isolated using Ficoll Histopaque™ (GE 
Healthcare, Freiburg, Germany) density centrifugation according to the manufacturer’s 
instruction. Buffycoat was removed, washed twice with phosphate buffered saline 
solution (PBS; PAA, Pasching, Austria) and the cells were immediately subjected to 
mAb staining of surface markers. Cells were used as positive controls for evaluating 
cross-reactivity of exclusion marker mAbs and for the assessment of the influence of 
enzymes on marker expression. 
 
MSC detachment 
To assess potential influences of enzymes used for cell detachment on marker 
expression, different approaches were carried out using MSCs and PBMCs. Cells were 
washed twice with PBS without calcium and magnesium. Preliminary tests were 
conducted using trypsin-EDTA (Life technologies, Darmstadt, Germany) according to 




experiments were performed to compare enzymatic detachment with accutase 
(Invitrogen, Darmstadt, Germany) to mechanic cell harvesting (n = 3). PBMCs and 
MSCs were incubated in accutase for 5 minutes at 37°C, 5% CO2 and 95% humidity. 
Untreated PBMCs and MSCs that were detached mechanically were used as controls. 
Mechanical detachment was carefully performed using cell scrapers (TPP, Trasadingen, 
Switzerland) after cold PBS (4 °C) containing 0.05 mM EDTA had been added to the 
MSC cultures for 10 min. MSCs were subjected to staining for positive marker 
expression and PBMCs were stained for exclusion markers as described below. 
Subsequently, cells were analyzed by FCM. 
As enzyme treatment impaired the detection of surface antigens, mechanical cell 
detachment was performed for all further investigations. 
 
Flow cytometry 
1x10E6 cells were distributed into each well of 96 well V bottom plates (Carl Roth, 
Karlsruhe, Germany) and washed twice with 100 µl PBS. To enable identification of 
dead cells, Fixable E-Fluor 780® (ebioscience, Heidelberg, Germany) at a working 
dilution of 1:1000 in PBS was used. Staining was performed for 20 minutes on ice, 
protected from light. After washing, cells were resuspended in 20 µl of 1:500 diluted 
and heat-inactivated mouse or rat (for CD 44) serum (Serotec, Kidlington, UK). 
Staining of CD 34/ CD 73 and MHC II additionally required goat or rabbit serum 
(Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany) (Table 1). Incubation was again performed on ice 
in the dark for 15 minutes. Following another washing step in PBS, the staining was 
carried out combining the mAbs to the subsets of CD 90/34, CD 14/45/105, CD 
29/44/MHCII and single staining of CD 73 and 79α. Table 1 shows the antibodies used, 




and protected from light for 15 minutes, the cells were washed once with FCM staining 
buffer (PBS, 3% FBS, 0.01% sodium azide (Carl Roth, Karlsruhe, Germany)) and once 
with PBS. For CD 79α staining, the FIX & PERM® kit (Invitrogen, Darmstadt, Germany) 
was used according to the manufacturer’s instruction. Subsequently, these samples 
were washed once with PBS and stained at room temperature. Following all staining 
procedures, cells were fixed by incubating them in 4% paraformaldehyde (PFA; Carl 
Roth, Karlsruhe, Germany) or 0.1% PFA for CD 79α for 15 minutes, washed with PBS 
and stored in FCM staining buffer until analysis. 
Cells were analyzed eight hours after staining using a FACS CantoII™ (BD, Franklin 
Lakes, New Jersey) equipped with a blue 488 nm solid state and a red 633 nm HeNe 
laser. Compensation was accomplished with CompBeads™ (BD, Franklin Lakes, New 
Jersey). For each sample, preferably 200,000 and at least more than 10,000 events 
were recorded. Further analysis was performed using FlowJo 10.0.6 (Tree Star, Inc., 
Ashland, Oregon). Gating strategies focused on living cells and exclusion of doublets 
(Fig. 1). Geometric mean fluorescence intensity was used to define positive cells and 
percentages were calculated. 
 
Confocal micoscropy 
Cells were stained as described in the previous section and subjected to a cytospin 
(Shandon Cytopin 4, Thermo Fisher Scientific Inc.,Waltham, Massachusetts) at 1,000 
rpm for 3 minutes. Cover slips were attached with Calbiochem® Mowiol® (Merck 
KGaA, Darmstadt, Germany) mixed with 1,4-Diazabicyclo[2.2.2]octane (DABCO, Sigma-
Aldrich, Steinheim, Germany). Slides were stored protected from light at 4°C. Analysis 
was carried out by an inverted confocal laser scanning microscope TCS SP5 (Leica 
Microsystems GmbH, Wetzlar, Germany). To avoid a cross talk in excitation of multiple 




with photo multipliers. Leica Application Suite Advanced Fluorescence 2.6.0 and 
Adobe Photoshop CS 8.0.1 were used for processing the micrographs.  
 
Statistical analysis 
Statistical analysis was performed using IBM® SPSS® Statistics V22. Antigen expression 
was compared using a Kruskall-Wallis one way analysis of variance (α = 0.05). 
Subsequently, Mann-Whitney-U tests were performed (α = 0.05).  
Moreover, Spearman-Rho tests were applied to correlate the positive markers (α = 
0.01 and α = 0.05). 
 
Results 
Cross-reactivity of anti-human antibodies on equine cells 
Monoclonal Abs for ISCT positive markers showed cross-reactivity on mechanically 
detached adipose tissue derived MSCs (Supporting information, Figs. S1 and S2). All 
mAbs for exclusion markers were tested positively on PBMCs (Supporting information, 
Fig. S1).  
 
Influence of the cell detachment technique on surface antigen expression 
Enzymatic cell detachment with trypsin-EDTA showed a strong influence on surface 
marker expression. Among the positive markers, only CD 29 and CD 44 could be 
detected following this harvesting method (data not shown). The use of accutase 
influenced the antigen expression less than trypsin EDTA but still altered the 




S3). Most prominently, accutase treatment removed CD 79α in 2 out of 3 samples and 
tremendously decreased CD 45 expression after 5 minutes of incubation under 
standard conditions (Fig. 2). 
Mechanical cell detachment preserved all analyzed antigens and was therefore chosen 
for the following comparative assessment of antigen expression; however, it yielded 
low viability. 
 
MSC marker expression 
The investigated MSCs showed a diverse marker expression pattern depending on the 
source of isolation (Table 2, Figs. 3 and 4). CD 29 and CD 44 were the only markers 
which could consistently be detected on MSCs.  
The highest percentage of CD 29-positive cells (65.42 ±14.87% SD) was identified in 
BM-MSCs, while the lowest percentage was found in UCB-MSCs (37.5 ± 28.61% SD).  
Regarding CD 44, the highest percentage of positive cells was detected in AT-MSCs, 
with 97.18 ± 1.57% SD, differing significantly from MSCs derived from other sources (p 
< 0.05). BM and TT-derived MSCs also showed a consistent CD 44 expression pattern. 
However, MSCs recovered from UCB and UCT showed a great variance in CD 44 
expression, from a complete lack up to 98.4% positive cells in UCB-MSC samples, and 
a range from 0.9% to 93.1% in UCT-MSC samples. This is reflected by the respective 
standard deviations, which exceed the average expression levels (46.08 ± 46.1% SD in 
UCB-MSCs and 32.3 ± 42.6% SD in UCT-MSCs). 
CD 73 was not expressed by most equine MSCs, with no significant differences 
between the cell sources. Only few samples of UCT-, UCB- and BM-MSC contained up 




CD 90 was consistently found only on AT-MSCs, with 24.4 ± 14.43% SD positive cells, 
which was significantly more compared to MSCs from all other sources (p < 0.05). 
UCT-MSCs showed no expression of this protein, which was significant also compared 
to TT- and BM-MSCs (p < 0.05). 
CD 105 was only expressed by AT-, TT- and UCT-MSCs, with the highest percentage of 
positive cells in AT-MSCs (40.2 ± 21.28% SD), followed by TT-MSCs (28.38 ± 20.33% 
SD) (p < 0.05 compared to UCT-, UCB- and BM-MSCs for both AT- and TT-MSCs), 
and the lowest in UCT-MSCs (6.75% ± 10.72% SD) (p < 0.05 compared to UCB-MSCs). 
Furthermore correlations between the expression of surface marker were evident. CD 
44 expression was positively correlated with the expression of CD 90 and CD 105, 
respectively (p < 0.01) and with the expression of CD 29 (p < 0.05). Moreover, the 
expression of CD 90 and CD 105 were positively correlated (p < 0.01). Exclusion 
markers were expressed in less than 2% of cells in most samples. Nevertheless, 
significantly more CD 14-positive cells, although still less than 2%, were identified in 
AT-MSC samples than in UCT- or BM-MSC samples (p < 0.05). Furthermore, CD 14 
and CD 45 were expressed highly in one UCB-MSC sample (97.1% and 23.8 %). 
Analysis of CD 79α positive cells showed outliers in another UCB-MSC sample and in 






This is the first study assessing the complete ISCT marker set in equine MSCs, the 
difficulties concerning the lack of cross-reactive mAbs being overcome [32, 33, 34]. 
Aiming to obtain comprehensive results, equine MSCs derived from five different 
potential sources were evaluated in the study, including equine tendon derived MSCs 
which had never been subjected to immunophenotyping before.  
The results showed that equine MSCs from different sources exhibit significant 
differences in their surface antigen expression. Unfortunately, none of the cell sources 
could reliably meet the ISCT criteria of human MSC definition. Moreover, cells from 
different donors often displayed a heterogenous expression pattern even within the 
same cell source, indicating individual differences between donors. In former studies, 
conflicting results on mean variation of antigen expression were reported [21, 32, 38, 
34]. Although in BM- [32] and AT-MSCs [21], large standard deviations of mean were 
reported, other research groups could identify distinct populations [38, 34]. 
In the current study, CD 29 and CD 44 were the only surface antigens robustly positive 
in cells derived from all sources. This finding was consistently reported in different 
studies and for different cell sources [39, 40, 41, 34]. However, as both antigens are 
expressed by a variety of cells types, they are not part of the ISCT MSC definition. 
Furthermore, this study confirmed the rare expression of CD 73 on equine MSCs, 
which had already been stated by several research groups [32, 38, 40, 41, 34]. 
Inconsistent findings were reported concerning the expression of CD 105 on equine 
MSCs. While in some studies, this antigen could not be detected [42, 38], others could 
find it in small [34] or high amounts [41]. These findings support our results that 
antigen expression is highly variable between different MSC sources. Moreover, 
contradicting to former results [39, 42, 38, 41, 34], in the current study, CD 90 could 




The results of this study indicate no expression of ISCT exclusion markers on equine 
MSCs, which is in accordance with former findings [43, 32, 39, 42, 38, 34]. Only one 
sample of UCB-MSCs showed an extremely high expression of CD 14 and CD 45. This 
probably results from a contamination with other cell types. Appleby et al. [44] found 
early endothelial progenitor cells isolated from cord blood to be positive for CD 45 
and CD 14. A comparable result of CD 45 expression in UCB-MSCs was also found by 
Iacono et al. [41], although the expression level was lower. 
The variability of the marker expression pattern, especially of CD 90 and CD 105, could 
be caused by multiple factors. First of all, equine MSCs from different sources were 
shown to display differences in growth kinetics [45, 37], differentiation potential [46, 
37] and gene expression [37], thus differences in surface marker expression could be 
expected as well. Furthermore, differences in the culture medium could influence the 
cell characteristics [47, 48]. In this study, in order to enable obtaining sufficient cell 
numbers from all MSC sources, DMEM supplemented with 20% FBS was used, instead 
of 10% which is more commonly used [32, 38, 34]. Increased FBS content could 
enhance cell growth and influences other cell features [47]. Moreover, the timeframe 
of plastic-adherent culture is known to affect the surface marker expression of MSCs 
[21, 39]. Radcliffe et al. found that in BM derived MSCs, the expression of CD 90 
increased over time and showed a consistent expression at day 14 [39]. BM-MSCs 
were also shown to lose CD 14 at the same time point and to acquire a homogenous 
marker profile [21], although contradicting the other findings, a consistent expression 
of CD 90 from P0 on was found in this latter study. However, in the current study, only 
P3 cells were used for immunophenotyping and still did not show uniform marker 
profiles. 
In addition, as was demonstrated in this study, the cell harvesting technique is of 




other reports are based on enzymatic detachment either with trypsin or accumax / 
accutase prior to the mAb staining. However, in none of these studies, the influence of 
the enzyme on antigen expression was tested on proper positive controls for the 
exclusion markers. So far, there is only limited knowledge about the effects of 
enzymes on the stability of surface antigen expression. Panchision et al. found that 
papain most aggressively reduced expression of surface proteins on murine neuronal 
and human tumor cells, whereas accutase seemed to preserve them but also showed 
lowest detachment efficiency [49]. In the current study, accutase and trypsin EDTA 
both affected the expression of surface markers. Accutase was less aggressive, but still 
reduced the expression of CD 45 and completely abolished the staining of CD 79α. 
Therefore, cells were detached mechanically in the further course of the study, which 
in contrast to previous studies could explain small amounts of CD 79α found on MSCs 
from different sources. Although mechanical cell detachment is an uncommon 
technique, probably due to the increase of dead cells in the sample, we conclude from 
our results that it is very valuable for immunophenotyping in order to prevent false 
negative results. 
The study revealed distinct differences in the surface antigen expression between 
equine and human MSCs. Therefore, one should consider the known differences in 
features of MSCs from different species. As in equine MSCs, CD 29 and CD 44 
expression is found consistently in canine [35, 36, 50, 51], ovine [52] and porcine [53] 
MSCs. Corresponding to the equine antigen expression profile as well, CD 73 could 
not be detected in canine, rabbit or sheep MSCs [36, 54, 55], while rat tendon derived, 
feline and bovine neonatal cell sources and caprine bone marrow derived MSCs 
expressed this antigen [56, 57, 58, 59]. CD 73 protein expression could also be 
detected in bone marrow derived MSCs from mice but only in moderate amounts 




63] and CD 105 [53]. CD 73 investigation in pig is hampered by a lack of cross-reactive 
mAbs [62]. 
Immunophenotyping of MSCs from large animals is still a challenge and a common 
definition of the cell type for the respective species is lacking while the 
characterization of these cells in humans and small laboratory animals is not 
hampered by such difficulties. However, to our knowledge, there is only one study on 
human MSCs in which the complete ISCT marker set was actually used [64]. 
Considering the results of the current study, which demonstrate significant differences 
between MSCs from different sources and a high variability of marker expression in 
MSCs from different donors, it could be debated if this is solely due to the fact that 
equine cells were used. Nevertheless, these results give evidence that standard 
isolation procedures do not lead to uniform cell populations, which is likely to apply to 
all species. Furthermore, as none of the markers included in the ISCT MSC definition is 
specific for MSCs itself, a broad array of antibodies needs to be investigated for 
binding to the cells of interest, especially in clinical trials, to avoid false positive results 
in the identification of MSCs. 
Aiming to identify some putative markers which could facilitate the isolation of more 
homogeneous equine MSC populations, the correlation of surface antigen expression 
was also assessed in the current study. CD 44, although very unspecific and expressed 
by many different cell types, seems to be a reliable target, as expression of this surface 
marker was correlated with each positive marker except for CD 73. Correspondingly, 
De Schauwer et al. had also found a strong correlation between CD 29 and CD 44- 
positive cells as well as MHC II negative cells [34]. Consequently, further experiments 
should be carried out to investigate if cell sorting of CD 44 positive cells prior to cell 
culture could lead to uniform populations with increased percentages of cells positive 




In conclusion, equine MSCs, although being plastic-adherent and capable of tri-
lineage differentiation, could not meet the minimal criteria which are demanded for 
human MSCs. Moreover, plastic adherence as a selection method for equine MSCs 
does not lead to uniform populations. Sorting of CD 44+ cells prior to plastic 
adherence isolation could lead to more homogenous populations. Nevertheless, cell 
characterization based on the defined surface markers should be reconsidered for 
equine MSCs. However, if the MSC definition of the ISCT is to be applied, we 
recommend using the complete marker panel, since none of the markers is specific for 
MSCs. Furthermore, there is a need to standardize cell culture and harvesting 
techniques in order to achieve comparable results in the future. 
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Table 1 Antibodies and isotype controls 
 
Antibody Clone Target 
species 
Fluorochrome Company Dilution 








CD 73 10f1 Human  Abcam, 
Cambridge, UK 
1:5 




CD 105 SN6 Human PE Serotec, 
Kidlington, UK 
1:10 








CD 45 F10-89-4 Human Alexa488 Serotec, 
Kidlington, UK   
1:5 
CD 79α HM57 Human PE Serotec,  
Kidlington, UK 
1:2,5 





  PE Serotec,  
Kidlington, UK 
1:50 to MHC II 
Goat anti 
mouse 
  FITC Santa Cruz,    
Santa Cruz, 
California 
To CD 34 1:100/ 73 1:5 
      
Isotype 
control 
Corresponding mAb  Fluorochrome Company Dilution 
IgG1 κ,  To 79α, 105, MHC II Mouse PE Biolegend,       
San Diego, 
California 
1:2,5 / 1:10 / 1:50 

































Table 2: Antigen expression in mesenchymal stromal cells 
Results of the immunophenotypic characterization of equine mesenchymal stromal 
cells (MSCs) from adipose tissue (AT), bone marrow (BM), umbilical cord blood (UCB), 
umbilical cord tissue (UCT) and tendon tissue (TT) from third passage (each n=6). Data 
are presented as mean percentages of positive cells, with the respective standard 
deviation (SD) indicated in parentheses 
 































































































































Figure 1: Gating strategies 
The figures show the gating strategies in a representative sample of mesenchymal 
stromal cells (MSCs) derived from tendon tissue. Contour plots in A and D display the 
area of forward scatter (FSC-A) versus the area of the side scatter (SSC-A). From all 
recorded events (A), living cells were selected based on Live/Dead staining (B). 
Doublets were excluded on the area versus width forward scatter (FSC-A vs. FSC-W) 






Figure 2: Alteration of antigen expression after accutase treatment 
Histograms show relative numbers of events versus their mean fluorescence intensity 
(MFI). White histograms indicate peripheral blood mononuclear cell (I) or adipose 
tissue derived mesenchymal stromal cell (II) samples incubated with the monoclonal 
antibodies. Grey histograms show the corresponding isotype controls. CD 29, CD 90 
and CD 45 and MHC II expression is reduced after incubation in accutase compared to 








Figure 3a: Positive marker expression in mesenchymal stromal cells 
Figure 3b: Exclusion marker expression in mesenchymal stromal cells 
The figures illustrate the expression of positive (3a) and exclusion (3b) marker antigens 
in representative samples of each cell source. Histograms display relative numbers of 
events versus their mean fluorescence intensity (MFI). White histograms indicate 
samples incubated with monoclonal antibodies, while grey histograms show the 
corresponding isotype controls. Measuring bars indicate cut off values and 
percentages of positive cells. AT: adipose tissue; BM: bone marrow; UCB: umbilical 




































Figure S1: Evaluation of cross-reactivity of monoclonal antibodies 
Histograms display relative numbers of events versus their mean fluorescence intensity 
(MFI). White histograms indicate the respective cell samples incubated with 
monoclonal antibodies. Grey histograms show the corresponding isotype controls. All 
antibodies used showed cross-reactivity on appropriate positive control cells (MSC: 







Figure S2: Confocal micrographs of positive marker staining  
Confocal micrographs show monoclonal antibody binding on cell surfaces, indicating 
cross-reactivity on adipose derived mesenchymal stromal cells. Scale bars=10µm. CD 
29 and CD 44 show a high binding capacity. Anti-CD 73, -CD 90 and -CD 105 mAbs 
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Multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) can be recovered from a variety of 
tissues in the body. Yet, their functional properties were shown to vary depending on 
tissue origin. While MSC have emerged as a favoured cell type for tendon 
regenerative therapies, very little is known about the influence of the MSC source on 
their properties relevant to tendon regeneration. 
The aim of this study was to assess and compare the expression of tendon 
extracellular matrix proteins and tendon differentiation markers in MSC derived from 
different sources as well as in native tendon tissue. MSC isolated from equine bone 
marrow, adipose tissue, umbilical cord tissue, umbilical cord blood and tendon tissue 




MSC derived from adipose tissue displayed the highest expression of collagen 1A2, 
collagen 3A1 and decorin compared to MSC from all other sources and native tendon 
tissue (p<0.01). Tenascin-C and scleraxis expressions were highest in MSC derived 
from cord blood compared to MSC derived from other sources, though both 
tenascin-C and scleraxis were expressed at significantly lower levels in all MSC 







These findings demonstrate that the MSC source impacts the cell properties relevant 
to tendon regeneration. Adipose derived MSC might be superior regarding their 
potential to positively influence tendon matrix reorganization. 
 
Keywords 
MSC, mesenchymal stromal cell, tendon, adipose tissue, bone marrow, umbilical cord, 






Tendon disease is a common cause of acute pain and long-term mobility loss in 
athletes and elderly patients [1-4]. Due to the predominantly degenerative character of 
the disease, in many cases, regeneration following acute injury cannot be achieved by 
conventional therapies [1-4]. Cell-based therapies, however, were shown to have 
positive effects on tendon regeneration not only in small animal studies, but also in 
the equine large animal model [5-8].  
Multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) are currently the most frequently used 
cell type in tendon therapy based on their functions as connective tissue cell 
progenitors and potent immunomodulators [9,10]. However, cells that correspond to 
the general definition of MSC can be found in many different locations in the body, 
and several studies showed that important differences exist between MSC derived 
from different sources [11-16]. Thus, it is to be expected that the MSC source also has 
an impact on the success of the clinical use of the cells. In order to be able to choose 
the optimal cell source, more knowledge is required on cell characteristics that are 
specifically important for the intended therapeutic application. 
Aiming at regenerative tendon therapies, it is important to consider that tendons are 
composed of mainly extracellular matrix with a strictly hierarchical organization of 
collagen fibrils [4,17]. The re-organization of these fibrils and other extracellular matrix 
components after injury is crucial for regaining the mechanical load capacity of the 
tendon and thus to prevent re-injury. MSC application was shown to improve the 
extracellular matrix structure of damaged tendons and increased the collagen 1 
content towards normal levels [6,7], leading to the assumption that replacement and 
remodelling of the extracellular matrix is a major contribution of MSC to tendon 




remodelling, it appears of great importance to know the extent of the expression of 
tendon extracellular matrix components in MSC from different tissue sources. 
Therefore, in this study, it was aimed to further extend and support our previous data 
on the comparative characterization of equine MSC from different sources [13,18]. For 
this purpose, MSC derived from different tissue origins were used for a comparative 
assessment of their gene expression levels of molecules that are relevant to 
tenogenesis and to the composition and structure of tendon extracellular matrix. Cells 
were isolated from equine bone marrow (BM), adipose tissue (AT), tendon tissue (TT), 
umbilical cord blood (UCB) and umbilical cord tissue (UCT). Cells from all samples 
were subjected to MSC characterization assays and to real-time reverse-transcription 
polymerase chain reaction (RT-PCR) analyses of collagen 1A2, collagen 3A1, decorin, 
tenascin-C and scleraxis expression. Native tendon tissue controls (naT) were used as a 
reference for the gene expression analyses. 
 
Results  
Basic MSC characteristics 
Plastic-adherent cells could be isolated from all samples. The cells were capable of 
adipogenic, osteogenic and chondrogenic differentiation as confirmed by Oil Red O, 
von Kossa or Alcian blue staining, respectively. Flow cytometry revealed that they 
expressed CD29 and CD44, and lacked expression of CD34, CD45 and MHCII, 
although there were some variations between the percentages of positive cells 







AT-MSC displayed a distinctively high collagen 1A2 expression, which differed 
significantly from MSC derived from all other sources or from naT (p<0.01). BM- and 
UCT-MSC collagen 1A2 expression was overall lowest. Although at a lower level than 
collagen 1A2, AT-MSC also showed the highest collagen 3A1 expression, which was 
significant compared to all other sample types (p<0.01) except for UCB-MSC. 
Correspondingly, the ratio of collagen 1A2 expression to collagen 3A1 expression was 
higher in AT-MSC than in MSC derived from all other sources or in naT (p<0.01). BM-
MSC displayed the lowest ratio (p<0.01 compared to AT-MSC, TT-MSC and naT) 
(Figures 1 and S1, Table 2). 
 
Decorin expression 
Decorin expression was generally higher in all MSC than in naT, with the highest 
expression levels in AT- and TT-MSC (p<0.01 compared to naT and BM-MSC). Of all 
MSC sources, UCB-MSC displayed the lowest decorin expression (p<0.01 compared to 
AT-, TT- and UCT-MSC), with one single UCB-MSC sample showing an outstandingly 
low expression (Figures 1 and S1, Table 2). 
 
Tenascin-C and scleraxis expression 
Tenascin-C and scleraxis expression levels were both significantly higher in naT than in 
MSC, irrespective of their source (p<0.01). For tenascin-C expression, no significant 
differences between MSC from different sources were found. Moreover, tenascin-C 
was expressed at overall lower levels than the other genes investigated. For scleraxis, 




median expression in UCB-MSC (p<0.01 compared to BM- and UCT-MSC) (Figures 1 
and S1, Table 2). 
 
Discussion  
In this study, we showed that significant differences exist between the gene expression 
of tendon extracellular matrix components in MSC derived from different sources, 
which is of potential relevance for MSC application in tendon therapy. 
Most remarkably, there was a clear pattern that AT-MSC expressed the extracellular 
matrix proteins collagen 1A2, collagen 3A1 and decorin at highest levels. In contrast, 
collagen expression was low in BM- and UCT-MSC. Furthermore, the ratio of collagen 
1A2 to collagen 3A1 was highest in AT-MSC and lowest in BM- and UCT-MSC. 
Collagen 1A2 is the most abundant protein in healthy tendon tissue, while collagen 
3A1 is also present but higher quantities are only found during tendon repair [4,17]. 
Decorin is the most abundant proteoglycan in tendon tissue and plays an important 
role in the regulation of the collagen fibril structure and cell proliferation as well as in 
stimulating immune responses [19]. MSC which highly express these important 
extracellular matrix proteins may therefore have the best potential to positively 
influence matrix reorganization during tendon healing. 
Regarding the expression of tenascin-C and scleraxis, both genes being expressed at 
lower levels in MSC than in naT, differences between MSC samples were not as 
eminent as those between the expression levels of collagens or decorin. Among the 
MSC derived from different sources, UCB-MSC displayed the highest median 
expression and AT-MSC the second highest median expression of both tenascin-C 
and scleraxis. The glycoprotein tenascin-C is known to be present in healthy tendon 




tendon disease [20,21]. However, although frequently being used as an additional 
tenogenic differentiation marker [22,23], tenascin-C is expressed in a wide variety of 
cell types and its upregulation is also associated with non-musculoskeletal diseases 
such as asthma or cancer [24]. The transcription factor scleraxis is considered to be a 
more specific tenogenic differentiation marker, as it was found to be essential to 
tenogenesis, although further signals are required to contribute to tendon 
development [25-27]. Scleraxis was further shown to regulate collagen 1A2 synthesis in 
cardiac fibroblasts [28] and may therefore also play an important role in the re-
organization of the extracellular tendon matrix after injury. However, in the current 
study using unstimulated MSC, a correlation between scleraxis expression and 
collagen 1A2 expression was not evident. 
For healthy, adult tendon tissue, high expression levels of collagen 1A2 and scleraxis 
and low expression levels of tenascin-C were previously found to be most specific, 
while cultured tenocytes displayed a significantly lower scleraxis expression [21]. This is 
in accordance with the current study, in which scleraxis was expressed at significantly 
lower levels in all MSC compared to naT, while collagen 1A2 and collagen 3A1 
expression by monolayer-cultured MSC, except for AT-MSC, did not differ significantly 
from naT. This supports the hypothesis that scleraxis is a useful marker to distinguish 
undifferentiated fibroblast-like cells and fully differentiated tenocytes. 
Our findings also correspond with a previously published study in which rat BM- and 
TT-MSC were compared regarding their properties relevant to tendon regeneration 
[29]. In this study, TT-MSC displayed superior properties and a higher expression of 
tendon markers compared to BM-MSC [29]. While in the current study, tendon marker 
expression in TT-MSC was also higher than in BM-MSC, AT-MSC diplayed an even 




organization and replacement of the extracellular matrix is a major contribution of 
MSC to tendon healing, AT may be the most promising cell source for tendon therapy.  
There are further aspects which could have an influence on therapeutic success in 
tendon therapy. Besides practical issues such as the required cell numbers and the 
optimal way of applying the cells, MSC properties such as their viability and their 
immunomodulatory capacity are of potential importance. Previous studies showed 
that differences between equine MSC from different sources also exist with regard to 
their viability and proliferation potential, at which AT-MSC have already been shown 
to be superior compared to MSC derived from other sources [13,15]. In contrast, no 
major differences between equine MSC from different sources could be detected with 
regard to their influence on lymphocyte proliferation and cytokine expression [30], 
indicating a similar immunomodulatory potential.  
Taking into consideration their ease of harvest, high viability and good 
immunomodulatory potential as well as their high expression of tendon extracellular 
matrix components as demonstrated in the current study, AT-MSC appear to display 
several advantages for clinical use in tendon therapy. 
However, the current study is of preliminary character. Comparative studies of MSC 
from different sources using in vitro models that mimic tenogenic conditions [31] may 
help to further substantiate our hypothesis. Eventually, it remains to be investigated 
whether a high expression of extracellular matrix proteins in vitro finally leads to the 
intended results in terms of replacement and re-organization of the extracellular 








The current study demonstrates that MSC from different sources display different 
tendon marker expression patterns, particularly with respect to the most important 
tendon extracellular matrix components. As improvement in matrix re-organization 
has been shown to be the major beneficial effect of MSC in tendon therapy, this 
finding is of potential clinical relevance. AT-MSC showed the highest expression of 
tendon extracellular matrix components and may therefore be most potent to 




For primary cell isolation, UCB and UCT were recovered from healthy foals and BM, AT 
and TT were recovered from healthy adult horses (age range: 3-18 years), as described 
previously [13] and with approval by the local ethics committee (Landesdirektion 
Leipzig, Germany, A13/10). Further tendon samples were collected from the superficial 
digital flexor tendons of animals which had been euthanized for unrelated reasons 
and immediately stored at  80 °C to be used as the naT reference for RNA analysis. 
 
Cell culture and characterization 
Cells were isolated by density gradient centrifugation from BM and UCB and by 
collagenase I digestion from AT, TT and UCT as described previously [13]. They were 
then seeded into culture flasks in low glucose (1 g/L) Dulbecco’s modified eagle 
medium (Life Technologies GmbH) supplemented with 20 % fetal bovine serum 
(Sigma Aldrich, Taufkirchen, Germany), 1 % penicillin-streptomycin (PAA Laboratories 




incubated at 37 °C, 95 % humidity and 5 % CO2 for selection of plastic-adherent cells 
and their further expansion. Passage 3 cells were used to confirm their trilineage 
differentiation potential into adipocytes, osteoblasts and chondrocytes [13], as well as 
for the assessment of surface marker expression by flow cytometry [18].  
 
RNA analysis 
Five samples of UCB-MSC and 6 samples of each BM-, AT-, TT- and UCT-MSC 
(passage 3) as well as naT were subjected to RNA analysis by real-time RT-PCR. 
Total RNA of MSC was isolated using the RNeasy® Mini Kit (Qiagen, Hamburg, 
Germany) according to instructions of manufacturers (protocol version 09/2010). 
Frozen naT samples were sliced in 12 µm sections with a microtome CM 3050 S 
equipped with cryochamber (Leica Microsystems, Wetzlar, Germany) and incubated 
for 60 min at 55 °C in homogenization buffer (15 mM HEPES, 2.5 mM KCl, 68.5 mM 
NaCl, 450 µM Na2HPO4, 17.5 mM EDTA, 27.5 mM glucose at pH 7) containing 
100 µg/ml proteinase K (Ambion® Life Technologies, Darmstadt, Germany). To 
homogenize the sample, lyzed tendon tissue was passed through a 20-gauge needle 
several times. Total RNA of tendon tissue homogenate was purified with 
phenol/chloroform extraction and isopropanol precipitation. 
DNase-treated RNA was reverse transcribed using the RevertAid H Minus First Strand 
cDNA Synthesis Kit (Thermo Fisher Scientific, Dreieich, Germany) or the Omniscript RT 
Kit (Qiagen) with oligo-dT18 primers as described by the manufacturers. Relative 
quantification of cDNA was performed with a 7500 Real Time PCR System (Applied 
Biosystems, Foster City, USA) and SYBR® Green as double-strand DNA-specific dye 
(iQ™SYBR® Green Supermix, Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA). Primers amplifying 




analyze gene expression. RT-PCR analysis of scleraxis expression was performed with 
two different primer sets for native tendon tissue and isolated MSC. To confirm that 
relative quantification of both sample types was comparable, expression of scleraxis in 
MSC derived from BM, AT, UCT, UCB and TT was analyzed using both primer sets. 
Obtained data showed that relative expression of scleraxis was similar in MSC derived 
from different sources irrespective of the primer set used (data not shown). Therefore, 
scleraxis mRNA expression levels of all samples can be compared. 
Primer efficiency (Egene) was calculated after serial dilution of template cDNA and 
target gene expression levels were normalized to the reference genes ACTB and 
GAPDH as described previously [32]:  
Further, fold changes (FC) of MSC gene expression compared to naT gene expression 
were calculated from the normalized gene expression ratios:  
FCincrease = (ratioMSC sample / median rationaT)-1 
FCdecrease = 1/(ratioMSC sample / median rationaT)-1 
 
Statistical analysis 
Kruskall-Wallis one way analyses of variance and subsequent Mann-Whitney-U tests 
were performed to analyze differences between the normalized gene expression levels 
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Figures 
Figure 1 - Tendon marker expression in MSC relative to naT 
Gene expression of tendon markers in multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) 
from different sources plotted as fold change to the median expression in native 
tendon tissue; bars indicate the median values, whiskers the 99% confidence interval; 
p<0.01 compared to *) native tendon tissue control (naT); a) bone marrow (BM)-MSC; 
b) adipose tissue (AT)-MSC; c) umbilical cord tissue (UCT)-MSC; d) umbilical cord 






Table 1 - Tendon marker expression levels in MSC and naT 
Gene expression of tendon markers normalized to ACTB and GAPDH. P<0.01 
compared to *) native tendon tissue control (naT); a) bone marrow (BM)-multipotent 
mesenchymal stromal cells (MSC); b) adipose tissue (AT)-MSC; c) umbilical cord tissue 
(UCT)-MSC; d) umbilical cord blood (UCB)-MSC; e) tendon tissue (TT)-MSC. 
Corresponding data are shown in the additional file (Figure S1). 
 
 Target gene expression ratios (median (interquartile range)) 
 Collagen 1A2 Collagen 3A1 Collagen 1A2/ 
Collagen 3A1 












































































Table 2 - Primer sequences 
Primer sequences used for real-time reverse transcription polymerase chain reaction. 
 
Equine gene Forward primer Reverse primer Accession number PCR 
product 
in bp 
ACTB ATCCACGAAACTACCTTCAAC CGCAATGATCTTGATCTTCATC NM_001081838.1 174 
GAPDH TGGAGAAAGCTGCCAAATACG GGCCTTTCTCCTTCTCTTGC NM_001163856.1 309 
Collagen 1A2 CAACCGGAGATAGAGGACCA CAGGTCCTTGGAAACCTTGA XM_001492939.1 243 
Collagen 3A1 AGGGGACCTGGTTACTGCTT TCTCTGGGTTGGGACAGTCT XM_001917620.2 216 
Decorin ACCCACTGAAGAGCTCAGGA GCCATTGTCAACAGCAGAGA NM_001081925.2 239 
Tenascin-C TCACATCCAGGTGCTTATTCC CTAGAGTGTCTCACTATCAGG XM_001916622.2 163 
SleraxisnaT TACCTGGGTTTTCTTCTGGTCACT TATCAAAGACACAAGATGCCAGC NM_001105150.1 51 







Additional file: Figure S1 – Tendon marker expression levels in MSC and naT 
Gene expression of tendon markers in multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) 
from different sources and in native tendon tissue (naT), given as ratios normalized to 
ACTB and GAPDH. BM: bone marrow; AT: adipose tissue; UCB: umbilical cord blood; 







5.1  Reflexion von Material und Methoden 
Die vorliegende Arbeit stellt eine weiterführende Charakterisierung equiner 
mesenchymaler Stromazellen dar und ist im Bereich der Grundlagenforschung 
anzusiedeln.  
In den beiden Studien, sowohl zur in-vitro-Charakterisierung der 
Oberflächenantigenprofile als auch der Genexpressionsanalyse der Sehnenmarker, 
wurden jeweils sechs Proben aus fünf verschiedenen Zellquellen untersucht. Die 
gewählte Probenanzahl (n= 6) pro Quelle steht im Einklang mit Studien anderer 
Forschungsgruppen (BRAUN et al. 2010; RADCLIFFE et al. 2010; CORRADETTI et 
al. 2011; PASCUCCI et al. 2011; RANERA et al. 2011; SCHAUWER et al. 2012). 
Aufgrund der großen Streuung der Antigenexpression innerhalb der Zellquellen in 
Studie 1 sollte bei zukünftigen Untersuchungen eine größere Stichprobenanzahl in 
Betracht gezogen werden.  
In den hier dargestellten Veröffentlichungen werden MSC aus Knochenmark, 
Nabelschnurblut, Fett-, Nabelschnur- und Sehnengewebe verglichen. Sie bauen auf 
die Untersuchungen von BURK et al. (2013) und GITTEL et al. (2013) auf und stellen 
eine substanzielle Erweiterung der bereits durchgeführten Charakterisierung der 
genannten Zellquellen dar. Die Auswahl der Quellen berücksichtigt zum einen die 
regelmäßig in der Therapie von Sehnenerkrankungen eingesetzten und als 
Goldstandard angesehenen Quellen Knochenmark und Fettgewebe (SMITH et al. 
2003; NIXON et al. 2008); zum anderen umfasst sie alternative Zellquellen, die 
bessere Eigenschaften für einen potenziellen therapeutischen Einsatz im Bereich der 
Sehnenregeneration aufweisen könnten. MSC aus Sehnengewebe stellen in diesem 
Sinne eine interessante Zellpopulation dar, da ihr Ursprung aus dem Stützgewebe 
mit einem erhöhten Regenerationspotenzial im Bereich von Sehnenerkrankungen 
verbunden sein könnte. Nabelschnurblut und Nabelschnurgewebe werden als 
juvenile Quellen angesehen, welchen ein größeres Differenzierungspotenzial und 
damit ebenfalls eine bessere Eignung in der regenerativen Medizin zugeschrieben 
werden. 
 
Das Studiendesign zielt in beiden Arbeiten auf eine größtmögliche Vergleichbarkeit 
zwischen den Proben um interindividuelle Unterschiede zu minimieren. Soweit 
möglich wurde eine gepaarte Probenentnahme durchgeführt. So wurden 
Nabelschnurblut und Nabelschnurgewebeproben den Donorfohlen gleichzeitig 
entnommen. Die Proben aus Knochenmarkpunktat, Fett- und Sehnengewebe 




teilweise gepaarten Proben Rechnung getragen, indem der Kruskal-Wallis-Test und 
der Mann-Whitney-U-Test für ungepaarte Proben zur Analyse der 
Oberflächenantigenprofile und Genexpressionsanalyse angewendet wurden. Die 
Korrelation der Antigenexpression verschiedener Marker wurde mittels des 
Spearman-Rho-Testes untersucht.  
Die Probenentnahme wurde im Rahmen der oben genannten Studien nach allgemein 
anerkannten Methoden durchgeführt (BURK et al. 2013; GITTEL et al. 2013.). Dabei 
wurden die klinisch angewendeten Techniken der Knochenmarkpunktion des 
Sternums und der Fettgewebeentnahme lateral am Schweifansatz angewendet. MSC 
aus Sehnengewebe wurden aus oberflächlichen Beugesehnen frisch euthanasierter 
Tiere isoliert. Diese Lokalisation wurde ebenfalls als Zellquelle in der Literatur 
beschrieben (LOVATI et al. 2011). Nabelschnurblut und Nabelschnurgewebe wurden 
bei der Geburt der Fohlen entnommen. Die Zellisolation, -expansion und 
Kryokonservierung wurden nach den unten beschriebenen 
Standardzellkulturmethoden durchgeführt (BURK et al. 2013). 
Die Charakterisierung der Wachstumseigenschaften und des tripotenten 
Differenzierungspotenzials sowie eine Basischarakterisierung der Expression von 
zwei mit der Tenogenese assoziierten Genen wurden bereits in vorangegangenen 
Studien durchgeführt (BURK et al. 2013; GITTEL et al. 2013). Alle Zellproben, die 
Eingang in die vorliegenden Studien fanden, wiesen Plastikadhärenz auf und 
konnten in die geforderten Zelltypen differenziert werden. Somit erfüllen sie die 
ersten beiden Kriterien der ISCT Definition humaner MSC (DOMINICI et al. 2006). 
Die in Publikation 1 beschriebene Analyse der Antigenprofile der Zellquellen war der 
letzte verbleibende Schritt zur Vergleichbarkeit humaner und equiner MSC. Die 
zweite Studie liefert darüber hinaus mit dem systematischen Vergleich der 
Sehnenmarkerexpression weiterführende Erkenntnisse zu den Charakteristika von 
MSC aus verschiedener Quellen.  
Aufgrund des Mangels an Antikörpern gegen equine Antigene konnte die 
Charakterisierung equiner MSC anhand des von der ISCT geforderten Antigenprofils 
bislang nicht vollständig durchgeführt werden (SCHAUWER et al. 2011). Hieraus 
ergibt sich die Notwendigkeit des Einsatzes kreuzreaktiver Antikörper, deren 
Evaluierung Gegenstand verschiedener Studien ist. Eine systematische 
Untersuchung anti-humaner Antikörper konnte nur in 4 % der Fälle eine 
Kreuzreaktivität mit equinen Epitopen nachweisen (IBRAHIM et al. 2007). Andere 
Arbeitsgruppen konnten jedoch durch den Einsatz von Westernblotting, 
Immunopräzipitation, PCR und Konfokalmikroskopie kreuzreaktive Antikörper zur 
Immunophenotypisierung von MSC identifizieren (BRAUN et al. 2010; RADCLIFFE et 




In der vorliegenden Studie kamen sowohl anti-equine sowie als kreuzreaktiv 
beschriebene Antikörper zum Einsatz (BRAUN et al. 2010; SCHAUWER et al. 2012). 
Zusätzlich zu den von der ISCT geforderten Antigenen wurden die häufig 
beschriebenen Oberflächenantigene CD 29 und CD 44 untersucht. Zur Bestätigung 
der Kreuzreaktivität wurden zuerst durchflusszytometrische Analysen an 
Kontrollzellen sowie Aufnahmen mittels Konfokalmikroskopie angefertigt. Hierbei 
kamen bei der Etablierung der Exklusionsmarker mononukleäre Zellen zum Einsatz, 
während die Inklusionsmarker an MSC aus Fettgewebe evaluiert wurden. Die 
gewonnenen Ergebnisse stehen im Einklang mit der Literatur (BRAUN et al. 2010; 
SCHAUWER et al. 2012). 
Die Konzentration der verwendeten Antikörper wurde in Verdünnungsreihen etabliert. 
Ziel war es, die geringste Konzentration der Antikörper zu bestimmen, welche ein 
deutliches Signal im Durchflusszytometer erzeugt. Dabei ist davon auszugehen, dass 
mit einem Antikörperüberschuss gearbeitet wird. Um eine Vergleichbarkeit zwischen 
den Quellen herzustellen, wurden jedoch alle Proben mit der gleichen Verdünnung 
eines Antikörpers inkubiert. Dabei wurde nicht in Betracht gezogen, dass die Menge 
an pro Zelle exprimiertem Oberflächenantigen zwischen den Zellquellen differieren 
kann. Für einen optimalen Nachweis der Proteinexpression hätte die 
Antikörperkonzentration jedoch an die Zellquelle angepasst werden müssen. Dies 
könnte eine mögliche Erklärung für die Ergebnisse von MSC aus Fettgewebe sein, 
welche in der vorliegenden Arbeit dem humanen Antigenprofil am besten 
entsprachen. In folgenden Untersuchungen sollten deshalb die 
Antikörperkonzentrationen an die Proteinexpression der unterschiedlichen 
Zellquellen angepasst werden. 
In der vorliegenden Studie zur Antigenprofilanalyse wurden MSC verwendet, welche 
in flüssigem Stickstoff über einen Zeitraum von mehr als einem Jahr gelagert worden 
waren. Diese Kryokonservierung beeinflusst die Proteinexpression von MSC nur in 
einem geringen Maße. Bei humanen, aus Nabelschnurblut isolierten Zellen konnte 
ein Anstieg der CD 90 Expression um 14% nach einer Lagerung nachgewiesen 
werden (BALCI und CAN 2013). MARTINELLO et al. (2010) fanden eine 
unveränderte Proteinexpression bei equinen MSC aus peripherem Blut im Vergleich 
zu kryokonservierten Zellen. Ebenso zeigten MSC aus Nabelschnurblut sowie 
Nabelschnurgewebe ein vergleichbares Antigenprofil nach sechsmonatiger Lagerung 
in flüssigem Stickstoff (CORRADETTI et al. 2011; SCHAUWER et al. 2013). Ein 
uneingeschränkter Einsatz der gelagerten Zellen zur Charakterisierung des 
Antigenexpressionsprofils ist hiermit grundsätzlich möglich. Im Gegensatz hierzu wird 
bei Genexpressionsanalysen von Sehnenmarkern einzig der Einsatz von frisch 
kultivierten Zellen berichtet (TAYLOR et al. 2009; VIOLINI et al. 2009; LOVATI et al. 
2012; RAABE et al. 2013; MOHANTY et al. 2014). Die Annahme, dass eine 




führt, muss jedoch in zukünftigen Studien vergleichend untersucht werden. Um eine 
bessere Vergleichbarkeit zu anderen Studien zu gewährleisten wurden in der 
vorliegenden Arbeit jedoch ebenfalls frisch kultivierte Zellen analysiert. 
In beiden Studien wurde die Zellkultur nach Standardbedingungen durchgeführt. 
Lediglich die Zusammensetzung des Zellkulturmediums weicht von anderen Studien 
ab. Zum Einsatz kam Dulbecco’s modified Eagle Medium mit 1g/l Glucose, welches 
mit 20% fetalem Kälberserum (FBS) supplementiert wurde. Die Erhöhung des FBS-
Gehaltes ermöglicht eine gute Anzucht von MSC aus Blut einschließlich 
Nabelschnurblut (KOCH et al. 2007; BURK et al. 2013; GITTEL et al. 2013). Um die 
Vergleichbarkeit der Ergebnisse der MSC aller Quellen zu gewährleisten wurde das 
Medium standardmäßig für die Kultivierung aller Proben eingesetzt. Im Gegensatz 
dazu kam in Studien anderer Forschungsgruppen zu MSC aus Nabelschnurblut 
meist ein Gehalt von 10% FBS zum Einsatz (IACONO et al. 2012a; SCHAUWER et 
al. 2012). Weiterhin wird der Zusatz von Basis-Fibroblasten-Wachstumsfaktor (bFGF) 
in Kombination mit 10% FBS in der Literatur zur Anzucht von MSC aus Knochenmark 
beschrieben (RADCLIFFE et al. 2010; SCHNABEL et al. 2014). Da die 
Zusammensetzung des Mediums die Antigenexpression beeinflusst, ist somit ein 
Vergleich der vorliegenden Arbeit mit der Literatur nur mit Einschränkungen möglich 
(ADAMZYK et al. 2013; HAGMANN et al. 2013). Dieser Einflussfaktor wird im 
weiteren Verlauf umfassender betrachtet werden. 
Als Untersuchungszeitpunkt wurde in beiden in-vitro-Studien die dritte Passage (P3) 
gewählt. Da eine Veränderung der Antigenprofile von Stromazellen in den ersten 
Passagen nachweisbar ist, kann erst hier von einer homogenen Population 
ausgegangen werden. So konnte RADCLIFFE et al. (2010) einen Anstieg von CD 90 
bis zum siebten Tag in Zellkultur zeigen, während im gleichen Zeitraum 
Exklusionsmarker wie CD 11a/ 18 unter die Grenze der Nachweisbarkeit sinken. 
Ebenso kommt es zu einer Reduktion der MHC II Expression (SCHNABEL et al. 
2014). Infolgedessen wurden in vergleichbaren Studien stets Zellen der P2 bis P5 
analysiert (MATTOS CARVALHO et al. 2009; BRAUN et al. 2010; CORRADETTI et 
al. 2011; RANERA et al. 2011; SCHAUWER et al. 2012). Als herausragend ist hier 
die Studie von SCHNABEL et al. (2014) anzusehen, die Untersuchungen bis in die 
P8 durchführte. 
Das Ablösen der Zellen für die Untersuchung am Durchflusszytometer wurde nach 
einer Inkubation mit 0,1 mol/L Ethylendiaminessigsäure (EDTA) mechanisch durch 
den Einsatz von Zellschabern durchgeführt. Im Vergleich dazu nutzten alle 
vergleichbaren Studien enzymatische Methoden. Diese Modifikation der Methode 
erwies sich als notwendig, da sowohl Trypsin als auch Accutase, welche 
routinemäßig in der Zellkultur eingesetzt werden, das Antigenprofil beeinflussen. Im 




Exklusionsantigene. Hierin unterscheidet sich die vorliegende Studie von allen 
anderen Veröffentlichungen zur Untersuchung von Antigenprofilen an equinen MSC 
(MATTOS CARVALHO et al. 2009; SCHNABEL et al. 2009; BRAUN et al. 2010; 
CORRADETTI et al. 2011; RANERA et al. 2011; IACONO et al. 2012a; SCHAUWER 
et al. 2012). Die vorliegende Arbeit stellt somit die erste systematische Analyse des 
Einflusses von Enzymen auf Exklusionsantigene dar. Infolgedessen muss in Betracht 
gezogen werden, dass andere Studien falsch-negative Ergebnisse für die 
Exklusionsmarker aufweisen (SCHNABEL et al. 2009; RANERA et al. 2011; IACONO 
et al. 2012a; SCHAUWER et al. 2012). Als nachteilig erweist sich jedoch der deutlich 
erhöhte Anteil an Zelltrümmern und toten Zellen, welcher durch die mechanische 
Belastung bedingt ist. Dieser Problematik kann nur durch eine Erhöhung der 
eingesetzten Zellzahl begegnet werden, um eine auswertbare Zellzahl pro Analyse 
zu erreichen.  
Ein kritischer Aspekt einer durchflusszytometrischen Analyse ist das vorangehende 
Färbeprotokoll, da dieses in beträchtlichem Maße die Ergebnisse beeinflusst. Dieses 
wurde in der vorliegenden Arbeit in größtmöglicher Übereinstimmung mit der Literatur 
erstellt, um eine Vergleichbarkeit zu Ergebnissen anderer Forschungsgruppen zu 
ermöglichen. Ziel ist eine spezifische Markierung bestimmter Oberflächenantigene. 
Hierbei muss ein besonderes Augenmerk auf die Sättigung unspezifischer 
Bindungen gelegt werden. In der vorliegenden Studie wurde hierfür hitzeinaktiviertes 
Serum aus der Wirtsspezies des eingesetzten Antikörpers gewählt. Vor dem 
Hintergrund des Einsatzes kreuzreaktiver Antikörper ist dieser Schritt als essentiell 
anzusehen. Weitestgehend steht dies in Übereinstimmung mit anderen 
Veröffentlichungen (SCHNABEL et al. 2014), obwohl hier neben Serum auch 
humane Immunglobuline oder Pferdeserum verwendet wurden (BRAUN et al. 2010). 
Darüber hinaus wurde in einigen Studien vollständig auf die Sättigung unspezifischer 
Bindungen verzichtet oder diese nur für intrazelluläre Färbungen eingesetzt 
(MATTOS CARVALHO et al. 2009; RANERA et al. 2011; IACONO et al. 2012a; 
SCHAUWER et al. 2012). Folglich muss bei der Interpretation der Daten 
berücksichtigt werden, dass eine unspezifische Färbung zu falsch-positiven 
Ergebnissen führen kann. 
Ein weiterer entscheidender Faktor ist die Dauer der Inkubationszeit mit den 
Antikörpern. Hier sollten kurze Inkubationszeiten für die Antikörper gewählt werden, 
um eine geringe Hintergrundfluoreszenz und damit ein gutes Signal-Rausch-
Verhältnis zu gewährleisten. Für die Antikörperinkubation wurde in dieser Studie eine 
Zeit von 15 Minuten gewählt, welche ebenfalls in den meisten vergleichbaren Studien 
zur Anwendung kam (RANERA et al. 2011; SCHAUWER et al. 2012). Längere 
Inkubationszeiten sowie die Erhöhung der eingesetzten Antikörperkonzentration 
steigern das Risiko einer verstärkt unspezifischen Bindung der Antikörper (MASON 




Interpretation von Ergebnissen, welche aus Inkubationszeiten bis zu 45 Minuten 
resultieren, berücksichtigt werden (RADCLIFFE et al. 2010; IACONO et al. 2012a; 
SCHNABEL et al. 2014).  
Der Verzicht einiger Autoren auf eine detaillierte Beschreibung ihrer Protokolle ist 
aufgrund der genannten kritischen Aspekte im Rahmen der Ergebnisinterpretation als 
problematisch anzusehen (MATTOS CARVALHO et al. 2009; BRAUN et al. 2010; 
SCHAUWER et al. 2012). Hier sollte jedoch darauf hingewiesen werden, dass durch 
die Begrenzung der Wortzahl in Fachzeitschriften eine umfassende Darstellung der 
Arbeitsschritte teilweise nicht möglich ist.  
In der vorliegenden Studie wurde für die Antigenprofilanalysen ein 4-Farbenansatz 
gewählt, welcher die gleichzeitige Darstellung mehrerer Proteine ermöglicht. Hiermit 
wird weitestgehend der Problematik Rechnung getragen, dass zur Charakterisierung 
von MSC stets eine Kombination verschiedener Antigene nötig ist. Alle Proben 
wurden zur Lebend/ Tot-Diskrimination gefärbt. Dies war erforderlich, weil ein 
mechanischer Ansatz zum Ablösen der Zellen angewandt wurde. Die verschiedenen 
Ansätze umfassten jeweils bis zu drei weitere Fluorochrome.  
Der Einsatz mehrerer, teilweise in der Wellenlänge des emittierten Lichtes 
überlappender Farbstoffe macht eine Kompensation unerlässlich. Diese ermöglicht, 
durch Subtraktion der überlagernden Lichtmenge, welche von anderen 
Fluorochromen emittiert wird, virtuell den Anteil an realem Signal zu berechnen und 
darzustellen. Hierzu können als Positivkontrollen Einzelfärbungen der 
Fluoreszenzfarbstoffe an mit Mäuseantigen beschichteten Latexkügelchen (Beads) 
oder Zellen eingesetzt werden. Beads bieten den Vorteil, dass sie unspezifisch und 
stark Antikörper aus der Wirtsspezies Maus binden und somit stets ein gut 
auslesbares Signal liefern. Beim Einsatz von positiven Kontrollzellen wird die 
emittierte Lichtmenge jedoch von der Proteinexpression bestimmt, welche je nach 
Zellstatus Veränderungen aufweisen kann. Aufgrund des markanteren Signales 
wurden in der hier vorgestellten Studie Beads als Positivkontrolle für die 
Fluoreszenzfarbstoffe des Antigenprofils im Rahmen der Kompensation verwendet. 
Sowohl für die Einstellungen der Größe und Granularität der Zellen als auch für die 
Kompensation des Lebend-Tot-Farbstoffes kamen MSC zum Einsatz. Die hiermit 
gewonnene Kompensationsmatrix und Voltstärken der Laser zur 
Fluorochromanregung wurden im Folgenden auf alle Proben angewendet.  
Als Negativkontrollen wurden Isotypkontrollen genutzt. Diese beruhen auf dem 
Prinzip, dass ein Immunglobulin der gleichen Klasse, welches gegen ein 
säugerzellfremdes Protein gerichtet ist, zu keiner Bindung auf der Zelloberfläche 
führt. Die Verwendung von Negativkontrollen ist im Rahmen der 
Durchflusszytometrie üblich; lediglich die Veröffentlichung von MATTOS CARVALHO 




unspezifischer Antikörperbindung sowie zur Beurteilung der Autofluoreszenz 
notwendig und ermöglichen somit die Beurteilung der realen Antigenexpression. Ein 
Verzicht kann somit in Folge zu falsch positiven Ergebnissen führen. Die 
Verwendung von Positivkontrollen wird in der Literatur meist nicht explizit erwähnt 
(MATTOS CARVALHO et al. 2009; RANERA et al. 2011; IACONO et al. 2012a; 
SCHAUWER et al. 2012). 
Alle Proben einer Zellquelle wurden zeitgleich gefärbt und binnen 24 Stunden 
analysiert. Dabei wurde die primär analysierte Zellzahl pro Probe so groß gewählt, 
dass die ISCT Kriterien mit einem Konfidenzniveau von 95% erfüllt werden konnten. 
Da es bei der Sekundäranalyse zu einem Ausschluss von Rohdaten kommt, wurde 
ein Sicherheitsaufschlag eingeführt. In der Folge wurden mindestens 10.000 Zellen, 
jedoch in den meisten Fällen mehr als 200.000 als Rohdaten erfasst. Die primär 
untersuchte Zellzahl, welche nur in zwei Studien genannt wird, liegt mit 10.000 
(SCHAUWER et al. 2012) bis 100.000 Zellen (RADCLIFFE et al. 2010) in einem 
vergleichbaren Rahmen. 
Die Analyse der Rohdaten wurde mit FlowJo Version 10.V durchgeführt. Dabei 
wurden tote Zellen sowie mehrere aneinander haftende Zellen (Dubletten) und 
Zelltrümmer anhand einer Zweiparameterdarstellung (Dot Plot) ausgeschlossen. Die 
verbleibenden Zellen wurden auf die Expression aller Antigene untersucht. Eine 
positive Expression wurde mittels Histogrammen und der mittleren 
Fluoreszenzintensität (MFI) gegenüber der Isotypkontrolle bestimmt. Hierbei wurde 
die Schwellenwertmethode angewendet, welche den Grenzwert für eine positive 
Population am Schnittpunkt der Negativkontrolle mit der x-Achse setzt. Diese 
Technik kann als Standardmethode angesehen werden und wurde in 
Untersuchungen anderer Arbeitsgruppen ebenfalls eingesetzt (BRAUN et al. 2010; 
RADCLIFFE et al. 2010). Eine Diskriminierung von positiven Populationen kann auch 
anhand einer Zweiparameterdarstellung (Dot Plot) erfolgen (RANERA et al. 2011; 
SCHAUWER et al. 2012). 
In einer weiteren Analyse wurde die Korrelation des Vorhandenseins verschiedener 
Antigene mit dem Spearman-Rho Test bewertet. Ein Nachweis von Korrelation 
zwischen bestimmten Antigenen könnte eine Selektion der MSC Population in 
Zukunft erleichtern, da das Vorhandensein eines Antigens einen Rückschluss auf 
das Vorkommen anderer ermöglicht und somit eine Zeit- und Kosteneinsparung bei 
der Charakterisierung von MSC in Zukunft ermöglichen würde. 
Im Rahmen der Studie zur Genexpressionsanalyse wurden die Zellquellen anhand 
verschiedener mit der Sehnenheilung assoziierter Marker charakterisiert. Auch in 
dieser Studie wurde eine Vergleichbarkeit der Ergebnisse mit der Literatur angestrebt 
(TAYLOR et al. 2009; LOVATI et al. 2012; GULATI et al. 2013; RAABE et al. 2013). 




Boten-Ribonukleinsäure (mRNA) durchgeführt. Diese Methode eignet sich besonders 
zum Nachweis geringer Mengen von mRNA (PFAFFL 2001). Durch den Einsatz von 
Fluoreszenzsonden, die an doppelsträngige Desoxyribonukleinsäure (DNA) binden, 
wird basierend auf der Proportionalität des emittierten Lichtes zur vorhanden DNA-
Menge deren quantitative Bewertung ermöglicht.  
Sehnen sind strikt hierarchisch geordnete Strukturen, welche die Kraftübertragung 
von Muskel auf Knochen gewährleisten. Der extrazellulären Matrix kommt bei der 
Erfüllung dieser Funktion aufgrund ihrer Zusammensetzung aus zugfesten 
Kollagenen sowie elastischen Fasern eine große Bedeutung zu. Die hier dagestellte 
Untersuchung umfasste fünf verschiedene Gene. Mit Kollagen1A2 wurde das Protein 
gewählt, welches mit ca 95% den größten Anteil in natürlichen Sehnen darstellt und 
durch seine strikt parallel hierarchische Ausrichtung in Fibrillen die Zugfestigkeit 
gewährleistet. Im Rahmen einer Sehnenregeneration muss die Resynthese und 
Ausrichtung erfolgen. Diesem Schritt wird eine zentrale Bedeutung beigemessen 
(REED und LEAHY 2013). Ebenfalls in gesundem Sehnengewebe mit einem deutlich 
geringeren Anteil vorkommend übernimmt Kollagen 3A1 mehr elastische Funktionen. 
Zudem kann es auch im Rahmen der Sehnenheilung nachgewiesen werden (RILEY 
2008; CROVACE et al. 2010; CORRADETTI et al. 2011). Als weiteres 
Charakterisierungsgen wurde Decorin untersucht. Decorin zählt zur Gruppe der 
Proteoglykane und kann ebenfalls in gesundem Sehnengewebe nachgewiesen 
werden. Dort ist es durch seine Bindung an Kollagen 1 an der Fibrillogenese beteiligt. 
Zudem beeinflusst es die Zellproliferation und ist an der Vermittlung der 
Immunantwort beteiligt (RILEY et al. 2008; TAYLOR et al. 2009). Das Vorkommen 
des Glykoproteins Tenascin-C ist sowohl in gesundem Sehnengewebe als auch in 
akuten Sehnenerkrankungen belegt, jedoch kann ein Nachweis auch in anderen 
Gewebetypen erbracht werden (TAYLOR et al. 2009). Trotz des unspezifischen 
Vorkommens wurde es aufgrund seiner Beteiligung an der Synthese von 
Kollagenfibrillen in die Studie integriert. Als letztes Zielgen wurde der 
Transkriptionsfaktor Skleraxis untersucht. Durch die Beeinflussung von Kollagen1A2 
kommt ihm in der Reorganisation des neu gebildeten Sehnengewebes eine 
bedeutende Rolle zu. Zudem wird er in der Literatur als spezifisch für Sehnengewebe 
beschrieben (SCHWEITZER et al. 2001; MURCHISON et al. 2007; BERTHET et al. 
2013). 
Die Basensequenzen der mRNA wurden aus der Datenbank der National Centre for 
Biotechnology Information (NCBI) entnommen. Die komplementären 
Startbasensequenzen der Polymerasen (Primer) wurden mit Primer Express™ 
Version 2.0 erstellt und auf Spezifität überprüft. Des Weiteren wurde die Bildung von 
Basenpaaren innerhalb des Primers sowie von Primerdimeren ausgeschlossen. Zur 




zusätzlich Gelelektrophoresen im Anschluss an die RT-PCR durchgeführt, um die 
DNA-Fragmentlängen der gewonnenen Genprodukte zu überprüfen.  
Bei der Quantifizierung der gewonnenen DNA-Menge in einer PCR-Untersuchung 
muss zwischen absoluter und relativer Herangehensweise unterschieden werden. 
Die absolute Quantifizierung richtet sich nach einer Referenzkurve, welche durch 
Einsatz von rekombinanter RNA / DNA oder durch den Einsatz genau definierten 
Probenmaterials ermittelt wird. Da die Herstellung stabiler rekombinanter RNA / DNA 
und ihre Validierung schwierig sind, wird eine Quantifizierung anhand von 
Referenzgenen empfohlen (PFAFFL 2001). Bei diesem Ansatz wird die Expression 
des Zielgenes ins Verhältnis zur Expression eines oder mehrerer Referenzgene 
gesetzt. Im Vergleich zu externen Referenzkurven werden hierbei prozesstechnische 
Veränderungen der Genexpression eliminiert, da diese alle Gene der Zelle 
gleichermaßen betreffen. In der vorliegenden Arbeit wurden für die Quantifizierung 
mit der Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) und β-Actin zwei 
bekannte housekeeping Gene als endogener Standard gewählt. Beiden gemein ist 
die kontinuierliche Expression auf hohem Niveau in allen Körperzellen. Die 
Expression der housekeeping Gene ist jedoch unter anderem abhängig von Zelltyp 
oder Kultivierungsmethode (BHATIA et al. 1994; BERETA und BERETA 1995). Die 
Wahl von zwei Positivkontrollen ermöglicht somit eine Nivellierung kleiner 
Schwankungen der Expression zwischen verschiedenen Zelltypen und wurde 
deshalb in der vorliegenden Studie gewählt. 
Die Auswertung der RT-PCR wird anhand des Ct Wertes durchgeführt. Dieser 
bezeichnet den Zyklus, an dem die Fluoreszenz des Genproduktes die 
Hintergrundfluoreszenz übersteigt. Aktuell existieren verschiedene Methoden zur 
Analyse von RT-PCR Daten. Häufig zum Einsatz kommen die Δ Ct Methode, welche 
die Differenz der Ct Werte des Ziel- und des Referenzgenes berechnet, sowie das 
Modell nach PFAFFL (2001). In der vorliegenden Arbeit wurde das Verhältnis nach 
letztgenannter Methode berechnet. Hierfür wurde zuerst eine Testung der 
Amplifikationseffizienz der Primer durchgeführt. Verdünnungsreihen der 
komplementären DNA (cDNA) wurden einer PCR zugeführt und aus den Ct Werten 
eine lineare Regression erstellt. Die so berechnete Amplikationseffizienz wird dann 
nach PFAFFL (2001) in die Berechnung der relativen Genexpression einbezogen. Im 
Vergleich dazu unterscheidet sich die ΔCt Methode dadurch, dass sie eine Effizienz 
von 100 % voraussetzt. In der Realität wird diese jedoch nicht erreicht. Da bereits 
kleinste Effizienzveränderungen das Ergebnis stark beeinflussen, ist ihre genaue 
Bestimmung für präzise Ergebnisse essentiell. Neuere Ansätze versuchen die 
Effizienz über den Einsatz mehrerer Datenpunkte der exponentiellen Phase der PCR 
oder probenindividuell genauer zu bestimmen (PFAFFL 2001; TICHOPAD et al. 
2002). Unter diesem Aspekt ist die Wahl des Modells nach PFAFFL (2001) zwar 




Die Genexpressionsanalyse der Sehnenmarker wurde in unter den oben 
beschriebenen Standardbedingungen kultivierten MSC vergleichend durchgeführt. 
Die Genexpression in nativen, nicht geschädigten Sehnen wurde als Grundlagenwert 
genutzt. Die Untersuchung einschichtiger Zellrasen entspricht nicht den 
Gegebenheiten in vivo und ermöglicht nur die Beurteilung einer Basisexpression der 
Sehnenmarker. Somit stellt sie die größte Limitation der Studie dar. In diesem Punkt 
unterscheidet sich die vorliegende Untersuchung von anderen Arbeiten, welche die 
Genexpression nach 3D Kultivierung in Kollagengelen oder dem Einsatz von 
speziellen mit Wachstumsfaktoren versetzten Medien durchführen (TAYLOR et al. 
2009; RAABE et al. 2013; REED; LEAHY. 2013; MOHANTY et al. 2014). Dennoch 
weist die vorliegende Arbeit erstmalig vergleichend Anhaltspunkte zur 
Basisexpression von Sehnenmarkern in equinen MSC aus verschiedenen Geweben 
nach. 
 
5.2  Reflexion der Ergebnisse 
In der vorliegenden Studie zur Analyse von Antigenprofilen wurden MSC aus fünf 
verschiedenen Quellen vergleichend untersucht. Dadurch hebt sich die Arbeit 
bezüglich der Anzahl verschiedener Proben von bisherigen Veröffentlichungen 
deutlich ab. Immunphänotypisierungsstudien anderer Arbeitsgruppen untersuchten 
maximal drei verschiedene Zellquellen (SCHNABEL et al. 2009; BRAUN et al. 2010; 
RADCLIFFE et al. 2010; CORRADETTI et al. 2011; RANERA et al. 2011; 
SCHAUWER et al. 2012) Weiterhin stellt die vorliegende Arbeit die erste 
Untersuchung equiner MSC dar, welche das gesamte Antigenprofil der ISCT sowie 
weitere Antigene umfasst.  
Ein Nachweis für die Expression von CD 29 und CD 44 konnte für alle vorliegenden 
Zellquellen erbracht werden. Diese Ergebnisse stehen im Einklang mit allen anderen 
Veröffentlichungen zur Immunophänotypisierung equiner MSC (MATTOS 
CARVALHO et al. 2009; RADCLIFFE et al. 2010; RANERA et al. 2011; SCHAUWER 
et al. 2012). Wie bereits erwähnt, sind beide Proteine nicht in die Definition der ISCT 
integriert, da sie auf nahezu allen Zellen vorkommen und dort Zelladhäsion 
vermitteln. 
In Übereinstimmung mit der aktuellen Literatur konnte CD 73 in der vorliegenden 
Studie in keiner der fünf Zellquellen in adäquaten Mengen nachgewiesen werden. 
(BRAUN et al. 2010; RANERA et al. 2011; IACONO et al. 2012a; SCHAUWER et al. 
2012; TESSIER et al. 2015). Nachweis von CD 73 konnte bei equinen MSC bisher 
nur mittels PCR erbracht werden (BRAUN et al. 2010). Ursächlich hierfür werden 
unter anderem Speziesunterschiede in der Antigenexpression von MSC diskutiert; 




Unterschiede der Zellquellen bezüglich der Antigenexpression konnten für CD 90 
und CD 105 aufgezeigt werden. In der aktuellen Studie konnte CD 105 in moderaten 
Anteilen der Zellpopulationen von MSC aus Fett- und Sehnengewebe dargestellt 
werden. In der Literatur wird das Vorkommen dieses Inklusionsmarkers differenziert 
beschrieben. Einige Studien konnten CD 105 auf einem Großteil der Zellen 
nachweisen (IACONO et al. 2012a), während andere Arbeitsgruppen nur einen 
geringen Anteil positiver Zellen fanden (SCHAUWER et al. 2012) oder das Protein 
nicht nachweisen konnten (CORRADETTI et al. 2011; RANERA et al. 2011).  
CD 90 konnte in der vorliegenden Arbeit nur in Stromazellen mit Ursprung im 
Fettgewebe nachgewiesen werden. Dieses Ergebnis steht im Widerspruch zur 
aktuellen Literatur (RADCLIFFE et al. 2010; CORRADETTI et al. 2011; RANERA et 
al. 2011; IACONO et al. 2012a; SCHAUWER et al. 2012; SCHNABEL et al. 2014), in 
der CD 90 Expression auf Proteinebene ebenfalls bei MSC aus Knochenmark, 
Nabelschnurblut sowie Nabelschnurgewebe beschrieben wird (IACONO et al. 2012a; 
SCHAUWER et al. 2012; SCHNABEL et al. 2014). Dabei sollte beachtet werden, 
dass die Arbeitsgruppe von IACONO et al. (2012a) den intrazellulären Anteil des 
Proteins als Zieldomäne verwendet und auf eine Sättigung unspezifischer Bindungen 
verzichtet hat. Der Einsatz des gleichen Antikörperklones auf MSC aus 
Nabelschnurblut erzielte mit durchschnittlich 6% nur einen geringgradig höheren 
Anteil an positiven Zellen im Vergleich zu der vorliegenden Studie (SCHAUWER et 
al. 2012).  
Der Nachweis der Exklusionsmarker war in MSC aus allen Quellen nicht möglich. Mit 
Ausnahme der Studie von SCHNABEL et al. (2009), welche eine MHC II Expression 
bei MSC aus Knochenmark nachweisen konnten, konnten hiermit die Ergebnisse 
anderer Arbeitsgruppen untermauert werden. Die einzige Ausnahme stellte eine 
Probe aus Nabelschnurblut dar, die ein deutliches Signal für CD 45 und CD 14 
aufwies. Beide Proteine kommen auf Leukozytensubpopulationen vor. CD 45 wird 
zum Nachweis von Leukozyten verwendet, während CD 14 als Monozytenmarker 
zum Einsatz kommt. Ursächlich für dieses Ergebnis könnte eine Kontamination der 
Probe mit anderen Zelltypen sein. Da eine plastikadhärente Kultivierung von MSC 
jedoch lediglich das Wachstum von Monozyten ermöglicht, erscheint eine 
Kontamination mit Endothelzellen am wahrscheinlichsten. Diese exprimieren in 
frühen Passagen beide genannten Proteine (APPLEBY et al. 2012), und eine 
Verunreinigung bei der Probengewinnung ist nicht auszuschließen. IACONO et al. 
(2012a) beschreiben in ihren Untersuchungen ebenfalls einen vergleichbaren Anteil 
CD 45 positiver Zellen in aus Nabelschnurblut gewonnenen MSC. 
Die Ergebnisse der vorliegenden Studie zur Immunophänotypisierung equiner MSC 
verschiedener Zellquellen weisen deutliche Unterschiede im Vergleich zur Literatur 




105 im Widerspruch. Verschiedene Faktoren mit Einfluss auf die Proteinexpression 
sollen im Folgenden dargestellt werden.  
Zuerst soll der Einfluss der Zusammensetzung des Zellkulturmediums auf die 
Proteinexpression betrachtet werden. Zusätze von Wachstumsfaktoren oder eine 
Erhöhung des prozentualen Anteiles an FBS führen nicht nur zu einer verstärkten 
Proliferation, sondern verändern auch die Proteinexpression. So konnten Adamczyk 
et al. (2013) bei ovinen MSC eine höhere Expression von CD 73, CD 90 und CD 105 
in Medien mit einer FBS-Konzentration von 2 % im Vergleich zu 10 % nachweisen. 
Bei humanen MSC wurden ebenfalls beim Einsatz verschiedener Medien 
Unterschiede in den Oberflächenantigenen nachgewiesen (HAGMANN et al. 2013). 
In der aktuellen Studie wurden MSC aller Quellen mit 20 % FBS supplementiert. 
BRAUN et al. (2010) setzen in ihren Untersuchungen ein entsprechendes Medium 
mit Zusatz eines Antimykotikums ein, was zu einem vergleichbaren Ergebnis führte. 
Die Kulturzeit sowie die Passage von MSC sind weitere Faktoren mit Einfluss auf  
das Antigenprofil. Untersuchungen zu unterschiedlichen Zeitpunkten führten zu der 
Erkenntnis, dass eine deutliche Veränderung der Proteinexpression in den ersten 
drei Passagen stattfindet (RADCLIFFE et al. 2010; SCHNABEL et al. 2014). Durch 
die Plastikadhärenz wird ein Zelltyp selektiert mit einer hohen Expression an CD 90 
bei gleichzeitigem Verlust der Exklusionsmarker CD 45, CD 11 und CD 18 
(RADCLIFFE et al. 2010). In der vorliegenden Studie wurden Zellen der dritten 
Passage untersucht. Trotzdem zeigte sich innerhalb der Zellquellen eine große 
Variabilität der Inklusionsmarker, welche deutlich an den großen 
Standardabweichungen erkennbar ist. Dabei wurde in der hier vorgestellten Arbeit 
kein Augenmerk auf die Kulturzeit innerhalb einer Passage gelegt. Da jedoch Zellen 
mit Ursprung in Fett-, Sehnen- und Nabelschnurgewebe deutlich kürzere 
Generationszeiten haben als MSC aus Knochenmark und Nabelschnurblut, 
benötigen letztere eine deutlich längere Zeit, um 80 % Konfluenz zu erreichen. 
Dieser Parameter fand bisher in keiner Publikation Berücksichtigung, unabhängig 
davon, ob mehrere Zellquellen vergleichend oder eine einzige untersucht wurden. 
(RANERA et al. 2011; IACONO et al. 2012a). Dies ist als ein Schwachpunkt aller 
bisherigen Arbeiten einschließlich der vorliegenden zu betrachten und sollte bei 
künftigen Untersuchungen Eingang in die Studienplanung finden. 
Obwohl eine Charakterisierung anhand des von der ISCT geforderten Antigenprofils 
durchgeführt wurde, erfüllten MSC aus keiner der equinen Zellquellen alle für 
humane MSC definierten Kriterien. Lediglich aus Fettgewebe isolierte Zellen wiesen 
neben der Platikadhärenz und des tripotenten Differenzierungspotenzials eine 
Proteinexpression von zwei der drei geforderten Inklusionsmarker auf. Diese 
erreichte jedoch nicht die geforderten 98 % Reinheit innerhalb der Probe. In MSC 




nachgewiesen werden, während in Knochenmark, Nabelschnurblut und 
Nabelschnurgewebe kein beständiger Nachweis möglich war. Unterschiede zwischen 
Zellquellen konnten bereits für das Wachstumsverhalten (VIDAL et al. 2008; BURK et 
al. 2013; GITTEL et al. 2013), das Differenzierungspotenzial (TOUPADAKIS et al. 
2010; BURK et al. 2013) sowie die Genexpression (BURK et al. 2013; GITTEL et al. 
2013) nachgewiesen werden. Unterschiede in der Proteinexpression sind somit 
ebenfalls durch die unterschiedlichen Ursprungsgewebe zu erklären. 
In der vorliegenden Arbeit zeigten MSC aus Fettgewebe eine signifikant höhere 
Expression von Kollagen 1A2 sowohl im Vergleich zu Zellen aus anderen Quellen als 
auch zu nativem Sehnengewebe. MSC aus anderen Quellen dagegen wiesen ein 
Expressionsniveau auf, welches unter dem von nativem Sehnengewebe lag. 
Vergleichbare Ergebnisse publizierten LOVATI et al. (2012), welche MSC aus 
Knochenmarkpunktaten mit nativer Sehne sowie mit durch Co-Kultur tenogen 
induzierten MSC verglichen. Eine breitere Analyse stellt die Veröffentlichung von 
RAABE et al. (2013) dar. Diese zeigt den Einfluss verschiedener Wachstumsfaktoren 
sowie einer mechanischen Dehnung auf die Genexpression im Vergleich zu nativem 
Sehnengewebe. Ein positiver Einfluss auf die Tenomodulin- und Decorinexpression 
konnte ebenso durch den Zusatz von BMP-12 erzielt werden (GULATI et al. 2013). 
Eine Kultivierung hat ebenfalls unter 3D Bedingungen eine erhöhte Expression von 
Kollagen 1 zur Folge (TAYLOR et al. 2009; RAABE et al. 2013). 
Kollagen 3A1 wurde ebenfalls am stärksten von MSC aus Fettgewebe und 
Nabelschnurblut exprimiert. Trotzdem wiesen sie keinen signifikanten Unterschied zu 
nativem Sehnengewebe auf. Die Expression ist in 3D Zellkultur erhöht sowie durch 
Wachstumsfaktoren, Sauerstoffpartialdruck und mechanische Stimulation 
beeinflussbar (RAABE et al. 2013). 
MSC aus allen Zellquellen wiesen eine Expression von Decorin auf, welche die 
nativer Sehnen übersteigt. Ebenso wie die Kollagene wurde auch Decorin am 
stärksten in MSC aus Fettgewebe exprimiert. Weiterhin wiesen Zellen aus Sehnen- 
und Nabelschnurgewebe eine signifikant höhere Expression im Vergleich zu nativem 
Sehnengewebe auf. In der Literatur wird eine verstärkte Expression von Decorin in 
MSC aus Knochenmark, welche in Co-Kultur mit Tenozyten wachsen, beschrieben 
(LOVATI et al. 2012). Im Gegensatz zu den hier dargestellten Ergebnissen wird in 
der Literatur für in Einschichtzellkultur wachsenden Zellen aus Knochenmark eine 
geringere Expression als in nativer Sehne beschrieben (LOVATI et al. 2012). Des 
Weiteren konnte die Arbeitsgruppe von MOHANTY et al. (2014) nach Kultivierung 
von MSC aus Nabelschnurblut mit BMP-12 neben dem erhöhten Nachweis auf RNA-
Ebene ebenfalls das Protein mittels Durchflusszytometrie nachweisen.  
Sowohl Tenascin-C als auch Skleraxis wurden in MSC aus allen Quellen auf einem 




Einklang mit der Literatur (LOVATI et al. 2012; RAABE et al. 2013). Die Expression 
von Skleraxis wird ebenfalls durch Wachstumsfaktoren und die Verfügbarkeit von 
Sauerstoff sowie zyklische Dehnung erhöht (RAABE et al. 2013). 
Nahezu allen Studien gemein ist der Nachweis von mit der Sehnenheilung 
assoziierten Markern oder von Proteinen der extrazellulären Matrix auf Ebene der 
mRNA. Dies ist als eine Limitation der Untersuchungen anzusehen, da aus einer 
Gentranskription nicht zwangsläufig auch eine Translation erfolgt. In weiteren Studien 
sollte demnach der Nachweis auf Proteinebene angestrebt werden. 
Die im Rahmen dieser Arbeit dargestellten Ergebnisse stellen eine grundlegende 
Untersuchung der Genexpression dar. Der Nachweis von Decorin war in allen 
untersuchten Zellquellen in größeren Mengen als in nativem Sehnengewebe 
möglich, während MSC aus Fettgewebe zusätzlich auch Kollagen 1A2 und Kollagen 
3A1 auf einem signifikant höheren Niveau als native Sehnen exprimierten. 
Insbesondere das Verhältnis von Kollagen 1A2 zu 3A1, welches für ein hohes 
regeneratives Potenzial im Bereich des Sehnen- und Bandapparates spricht, macht 
diese Zellquelle interessant für weitere Untersuchungen. Ebenfalls sollten MSC aus 
Sehnengewebe in diese Untersuchungen eingeschlossen werden, da sie ebenfalls 
eine günstige Basisexpression der Sehnenmarker aufwiesen. Analysen der 
Proteinexpression sowie der Genexpression unter dynamischen oder 3D 
Kulturbedingungen könnten die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit untermauern und 
die Auswahl der Zellquellen für den therapeutischen Einsatz von MSC aus 
Knochenmark zu anderen Quellen hin verschieben. 
 
5.3 Vergleichbarkeit equiner und humaner MSC 
Humane multipotente mesenchymale Stromazellen sind plastikadhärente Zellen mit 
einem Potenzial zur Differenzierung in Knochen-, Knorpel- und Fettzellen. Diese 
Eigenschaften konnten bereits bei equinen MSC verschiedener Quellen 
nachgewiesen werden. 
Hinsichtlich des in der Definition eingeschlossenen Antigenprofils konnten im 
Rahmen der vorliegenden Studie deutliche Unterschiede zwischen equinen und 
humanen MSC aufgezeigt werden. Ein Nachweis des Inklusionsmarkers CD 73 war 
bei equinen MSC in keinem Falle möglich, während CD 90 und CD 105 in 
Abhängigkeit von der Zellquelle exprimiert werden. Somit erscheint zunächst eine 
direkte Übertragung von Ergebnissen, die im Tiermodell Pferd im Bereich der 
Therapie von Sehnenerkrankungen gewonnen werden, nicht möglich. 
Bei der Interpretation der vorliegenden Daten sollte jedoch die Theorie der 




CD 29 und CD 44 in allen equinen Zellquellen gezeigt werden. Beide Proteine 
können sowohl beim Mensch als auch bei verschiedenen Tierspezies nachgewiesen 
werden (MURPHY et al. 2003; VACANTI et al. 2005; MARTÍNEZ-LORENZO et al. 
2009; SEO et al. 2009; VIEIRA et al. 2010; BOOS et al. 2011; CARDOSO et al. 
2012; TAKEMITSU et al. 2012; WEBB et al. 2012; CHOI et al. 2013). Trotzdem sind 
sie aufgrund ihres unspezifischen Vorkommens auf nahezu allen Zellarten nicht Teil 
der Definition von MSC. 
Bei der tierartlich unterschiedlichen Expression kommt dem Inklusionsmarker CD 73 
eine zentrale Bedeutung zu. Das Protein konnte bisher im geforderten Maße nur auf 
humanen MSC nachgewiesen werden. Das Vorkommen konnte ebenfalls bei MSC 
von Ratten, Ziegen und Rindern belegt werden, obwohl hier nicht der erforderliche 
Prozentsatz von >98% erreicht wird (MURPHY et al. 2003; CARDOSO et al. 2012). 
Im Gegensatz hierzu ist eine positive Färbung auf Proteinebene bisher nicht möglich 
bei felinen, caninen und ovinen MSC (MARTÍNEZ-LORENZO et al. 2009; VIEIRA et 
al. 2010; DISSANAYAKA et al. 2011; IACONO et al. 2012b). Selbst der Nachweis bei 
üblichen Versuchstierspezies wie Kaninchen und Maus, der nicht durch den Mangel 
an spezies-spezifischen Antikörpern behindert wird, war nur zu einem geringen Anteil 
CD 73-positiver Zellen möglich. Dies untermauert die Annahme, dass es sich bei 
dem Phänomen nicht um ein durch den Einsatz unvollständig kreuzreaktiver 
Antikörper bedingtes Problem, sondern um reale Unterschiede des Proteinprofils 
handelt. Sowohl für CD 90 als auch CD 105 werden in der Literatur unterschiedliche 
sowie teilweise widersprüchliche Daten beschrieben. So werden zum Beispiel bei 
caninen MSC CD 90-positive Zellen mit einer Streuung von 19 bis 87% berichtet. 
(VIEIRA et al. 2010; TAKEMITSU et al. 2012). Weiterhin konnte CD 90 zu einem 
geringen prozentualen Anteil bei Kaninchen und bis zu 93% bei Katzen 
nachgewiesen werden (MARTÍNEZ-LORENZO et al. 2009; IACONO et al. 2012b). 
CD 105 konnte ebenfalls bei felinen, bovinen und porcinen Stromazellen 
nachgewiesen werden (VACANTI et al. 2005; CARDOSO et al. 2012; IACONO et al. 
2012b). Schaf- und Kaninchen-MSC exprimieren dieses Protein in einem deutlich 
geringeren prozentualen Anteil (MARTÍNEZ-LORENZO et al. 2009). Im Bereich der 
Forschung zu MSC bei Hunden konnte eine Studie den Nachweis des 
Inklusionsmarkers CD 105 mit spezifisch anti-caninen Antikörpern erbringen (SEO et 
al. 2009). Unter der Verwendung von kreuzreaktiven Antikörpern war dies in 
vergleichbaren Studien nicht möglich (VIEIRA et al. 2010; DISSANAYAKA et al. 
2011; TAKEMITSU et al. 2012). 
Folglich kann die Fragestellung nach der Vergleichbarkeit multipotenter 
mesenchymaler Stromazellen im Rahmen dieser Arbeit nicht endgültig geklärt 
werden. Die Fragestellung sollte im Rahmen weiterer Studien durch den Einsatz 





5.4  Wahl der Zellquelle in der klinischen Anwendung der Therapie von 
Sehnenerkrankungen beim Pferd 
Sehnenerkrankungen des Pferdes sind eine der bedeutendsten Pathologien im 
Bereich der Orthopädie. Die aktuelle Forschung fokussiert sich auf regenerative 
Medizin. In diesem Rahmen stellen MSC eine interessante Therapieoption dar. Die 
Isolation der Zellen ist aus vielen verschiedenen Geweben möglich. Eine intensive 
Charakterisierung verschiedener Zellquellen hat deutliche Unterschiede in zentralen 
Eigenschaften wie Wachstum, Protein- und Genexpression aufgezeigt. Folglich stellt 
sich die Frage, welche Zellquelle sich am besten zum Einsatz in der Therapie von 
Sehnenerkrankungen eignet. 
Eine optimale Zellquelle sollte eine leichte und risikoarme Gewinnung von MSC 
ermöglichen. Zudem sollte die Anzahl der gewonnenen Zellen hoch sein und deren 
Zellcharakteristika eine schnelle Kultivierung begünstigen. 
Aktuell werden in der Therapie von Sehnenerkrankungen meist MSC aus 
Knochenmarkpunktaten eingesetzt. Die Punktion kann sowohl am Sternum als auch 
dem Tuber coxae erfolgen und ist mit Risiken wie der Ausbildung eines 
Pneumothorax oder Pneumoperikards, sowie Infektionen oder starken Blutungen 
verbunden (DURANDO et al. 2006; GIOVANNINI et al. 2008; VIDAL et al. 2008; 
DELLING et al. 2012). Die Gewinnung von Stromazellen aus Sehnengewebe der 
oberflächlichen und tiefen Beugesehne ist bei Pferden aufgrund der Invasivität nur 
post mortem möglich und würde somit zu einem Einsatz allogener Zellen führen. Die 
Entnahme aus anderen Sehnen ist ebenfalls aufgrund des Arbeitsschutzes und zur 
Vermeidung von Verletzungen nur in Allgemeinanästhesie durchführbar. Diese birgt 
jedoch weitere Risiken und ist mit deutlich höheren Kosten verbunden. Im Gegensatz 
hierzu ist eine Gewinnung der Zellen aus Nabelschnurblut und Nabelschnurgewebe 
mit keinem Risiko für Stute und Fohlen verbunden (BARTHOLOMEW et al. 2009). 
Die Entnahme von Fettgewebe zur Zellisolation erfolgt an der Schweifbasis und ist 
wenig invasiv und somit lediglich mit dem Risiko für Infektionen und 
Wundheilungsstörungen behaftet (VIDAL et al. 2008; MATTOS CARVALHO et al. 
2009).  
Die Zellausbeute verschiedener Gewebe weist ebenfalls Unterschiede auf. 
Fettgewebe zeichnet sich durch einen höheren Stromazellgehalt im Vergleich zu 
Knochenmarkpunktaten aus (VIDAL et al. 2006). Nabelschnurblut stellt unter diesem 
Gesichtspunkt eine ungünstige Quelle dar, da eine Isolation von MSC direkt nach der 
Geburt erfolgen muss. Dies ist mit einem hohen personellen Überwachungsaufwand 




Zellisolation nicht in allen Fällen (KOCH et al. 2007; BURK et al. 2013). Weiterhin 
muss bei einer autologen sowie allogenen Applikation eine kostspielige und eventuell 
überflüssige Einlagerung erfolgen. Eine Gewinnung von MSC aus 
Nabelschnurgewebe ist ebenfalls problembehaftet. Da diese im Stall durchgeführt 
wird und somit nicht steril erfolgen kann, kommt es hier trotz einer guten 
Zellausbeute sekundär zu einem relevanten Verlust an Proben aufgrund einer 
Verunreinigung der Zellkulturen mit Schimmelpilzen oder Bakterien (PASSERI et al. 
2009; BURK et al. 2013). 
Die unterschiedlichen in-vitro-Eigenschaften der verschiedenen mesenchymalen 
Stromazellen spielen eine entscheidende Rolle für die Wahl der Zellquelle. Um die 
Sehnenheilung günstig zu beeinflussen, ist ein zeitnaher Einsatz nach Auftreten 
einer zentralen Sehnenläsion sowie die Applikation einer ausreichend großen 
Zellzahl unabdingbar (SMITH et al. 2003; GODWIN et al. 2012; SMITH et al. 2013). 
Dies führt zu einer Bevorzugung von MSC, welche kurze Generationszeiten 
aufweisen. Zellen aus soliden Gewebequellen wie Fett-, Sehnen- oder 
Nabelschnurgewebe weisen höhere Zelldopplungsraten auf als jene aus fluiden 
Quellen (BURK et al. 2013). Die größte Proliferationskapazität bei gleichzeitig 
geringer Seneszenz konnte in Stromazellen aus Fettgewebe nachgewiesen werden 
(WAGNER et al. 2005; VIDAL et al. 2008; COLLEONI et al. 2009; BURK et al. 2013; 
GITTEL et al. 2013).  
Weiterhin als vorteilhaft anzusehen ist die Möglichkeit einer tenogenen 
Differenzierung von MSC und hiermit ein verstärkter Beitrag zur Sehnenregeneration. 
Der Nachweis dieser wird aktuell anhand der Expression verschiedener Gene 
erbracht, welche sowohl Proteine der EZM als auch Wachstumsfaktoren mit Einfluss 
auf Sehnenbildung kodieren. Die Expression dieser Gene unterscheidet sich bereits 
bei einschichtig kultivierten Zellen. Dabei weisen MSC aus Fettgewebe eine erhöhte 
Expression von Kollagen 1A2, 3A1 und Decorin im Vergleich zu Tenozyten auf. 
Stromazellen mit Ursprung im Sehnengewebe zeigen ebenfalls eine deutliche 
Expression an Kollagen1A2 und Decorin.  
Um den Begriff multipotente mesenchymale Stromazelle besser definieren zu 
können, führte die Forschung für humane Zellen das Antigenprofil als Kriterium ein 
(DOMINICI et al. 2006). Dieses sollte trotz der Unterschiede zwischen verschiedenen 
Quellen allen MSC gemein sein. Eine Übertragung desselben auf equine Zellen ist 
nicht direkt möglich, jedoch kommen hier ebenfalls MSC aus Fettgewebe der 
Definition am nächsten.  
Folglich stellen MSC aus Fettgewebe nach dem aktuellen Stand der Wissenschaft 
sowie den hier vorliegenden Untersuchungen die beste Wahl für eine Zelltherapie 





5.5 Schlussfolgerung und Ausblick 
MSC stellen aufgrund der aktuellen Erkenntnisse weiterhin eine viel versprechende 
Therapieoption orthopädischer Erkrankungen dar. Bei Pferden kommen sie 
hauptsächlich im Rahmen von Sehnen- und Banderkrankungen zum Einsatz. Trotz 
zahlreicher Untersuchungen in der letzten Dekade sind weiterhin Fragen zu 
Grundeigenschaften sowie Wirkmechanismen offen. 
Im Rahmen dieser Arbeit konnte in zwei Bereichen ein besseres Verständnis der 
grundlegenden Eigenschaften von MSC erreicht werden.  
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, erstmalig eine Phänotypisierung equiner MSC 
anhand des von der ISCT geforderten Antigenprofils durchzuführen. Trotz der 
Fähigkeit aller eingesetzten Antikörper, an equine Antigene zu binden, konnte nicht 
das vollständige Antigenprofil bei equinen MSC nachgewiesen werden. 
Quellenunabhängig konnte das Vorkommen von CD 73 bei keiner der untersuchten 
MSC Proben belegt werden. Des Weiteren wiesen alle untersuchten Zellquellen eine 
starke Streuung der Expression der Inklusionsmarker innerhalb der Zellquelle auf. Da 
Zellen einer höheren Passage (P3) untersucht wurden, stellt dies ein unerwartetes 
Ergebnis dar. Jedoch konnte eine Korrelation von CD 29 und CD 44 mit den 
Inklusionsmarkern nachgewiesen werden. Ziel der Zelltherapie ist es jedoch, eine 
möglichst reine und genau definierte Zellpopulation einzusetzen. Um diese in Zukunft 
zu erreichen, sollte nach der Isolation eine Vorsortierung und Kultivierung der CD 29 
und CD 44 doppelt positiven Zellpopulation in Betracht gezogen werden. 
Im Folgenden sollte die Expression der Oberflächenantigene vergleichend zwischen 
den verschiedenen Zellquellen untersucht werden. Es wurde von der Annahme 
ausgegangen, dass es keine Unterschiede in der Expression gibt, da es sich -
 unabhängig vom Ursprungsgewebe - um die definierte Population der multipotenten 
mesenchymalen Stromazellen handelt. Die Analysen wiesen jedoch auf deutliche 
Unterschiede zwischen den Zellquellen hin, wobei MSC aus Fettgewebe der 
Definition humaner MSC am nächsten kommen. Folglich ist die eingangs formulierte 
Hypothese, dass equine und humane MSC direkt vergleichbar sind, anhand der hier 
dargestellten Ergebnisse nicht aufrecht zu erhalten. Trotzdem sollte Beachtung 
finden, dass ein direkter Vergleich equiner und humaner multipotenter 
mesenchymaler Stromazellen nur unter Einschränkungen möglich ist, da die 
Untersuchungen mit kreuzreaktiven Antikörpern durchgeführt wurden. Um eine 
endgültige Klärung dieses Sachverhaltes herbeizuführen, sollte eine 
Charakterisierung mit spezies-spezifischen Antikörpern erfolgen. Zudem würden 




zwischen den Quellen durch den Einsatz spezifischer Antikörper zu minimieren oder 
gar zu beseitigen sind. 
Im zweiten Abschnitt der vorliegenden Arbeit wurde eine vertiefende Darstellung der 
Genexpression von Sehnenmarkern in Einschichtzellkultur von MSC angestrebt. Alle 
untersuchten Gene wurden in MSC aus den verschiedenen Quellen exprimiert, eine 
im Vergleich zu Tenozyten erhöhte Expression war bei Kollagen 1A2, Kollagen 3A1 
und Decorin möglich. 
Die Genexpression der Zielgene wies deutliche Unterschiede je nach 
Gewebeherkunft der Zellen auf und bestätigt somit die zu Beginn formulierte These 
der Zellquellunterschiede. Somit scheinen MSC aus Fett- und Sehnengewebe eine 
bessere Eignung für den Einsatz im Rahmen der Regeneration von Sehnen und 
Bändern aufzuweisen und sollten in Zukunft weiter erforscht werden. Wie in der 
Literatur bereits erkennbar, sind Untersuchungen unter dynamischen Bedingungen in 
Bioreaktoren oder durch Zusatz von Wachstumsfaktoren für ein besseres 
Verständnis der tenogenen Differenzierung nötig (VIOLINI et al. 2009; RAABE et al. 
2013; LOVATI et al. 2012; GULATI et al. 2013; MOHANTY et al. 2014). 
Darüberhinausgehend sollte der Nachweis für ein besseres Verständnis der 
Wirkmechanismen von MSC auf die Untersuchung auf Proteinebene ausgedehnt 
werden. Als wegweisend ist hier die Arbeit von MOHANTY et al. (2014) zu sehen. 
Neben der Theorie einer tenogenen Differenzierung wird nun vermehrt 
Immunmodulation als der zentrale Wirkmechanismus von MSC in der 
Sehnenregeneration diskutiert (STEWART und STEWART 2011; CARRADE et al. 
2011; CARRADE et al. 2012; PATERSON et al. 2014; SCHAUWER et al. 2014). 
Diese kann sowohl durch direkten Zell-Zell-Kontakt als auch durch lösliche 
Mediatoren vermittelt werden. Um den genauen Wirkmechanismus zu erklären, wird 
auch in diesem Gebiet eine dynamische Forschung zu erwarten sein, was 
gleichzeitig zu einer sicheren Nutzung allogener MSC führen könnte. Diese 
Neuerung würde eine schnellere Therapie von Sehnenerkrankungen durch Nutzung 
von Zellbanken ermöglichen. 
Betrachtet man die Ergebnisse beider Studien übergreifend, ist für MSC aus 
Fettgewebe eine dynamische Forschung sowie ein vermehrter Einsatz der 
Zellpopulation in der Therapie zu erwarten. Sie weisen nicht nur günstige 
Wachstumseigenschaften auf, sondern erfüllen auch bis auf das Fehlen von CD 73 
die Definition humaner multipotenter mesenchymaler Stromazellen. In Konsequenz 
ist die Translation von Ergebnissen aus equinen in vivo Studien denkbar. Darüber 
hinaus besitzen sie gute Eigenschaften für den Einsatz in der Therapie von 
Sehnenerkankungen oder für eine tenogene Differenzierung, da sie bereits in 
Einschichtzellkultur eine hohe Genexpression wichtiger Komponenten der 




einem besseren Verständnis der Wirkungsweisen von MSC in vitro als auch zu einer 
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Multipotente mesenchymale Stromazellen (MSC) stellen eine interessante 
Therapieoption in der regenerativen Medizin verschiedener Erkrankungen dar. 
Aufgrund ihrer Herkunft aus mesodermalem Gewebe ist ihr Einsatz in der Therapie 
von Sehnenerkrankungen als günstig anzusehen, wo sie bei Pferden bereits 
erfolgreich verwendet werden. Da dieser Erkrankungskomplex mit degenerativen 
Veränderungen der Achillessehne des Menschen vergleichbar ist, wäre eine 
Translation der gewonnenen Ergebnisse in die Humanmedizin wünschenswert. Die 
zugrunde liegenden Wirkmechanismen bei der Sehnenregeneration sind allerdings 
bis zum heutigen Tage noch nicht vollständig geklärt. Unter anderem wird eine 
tenogene Differenzierung der MSC mit nachfolgender Produktion von extrazellulärer 
Matrix (EZM) diskutiert. Als Nachweis hierfür wird die Genexpression von 
Matrixproteinen sowie Transkriptionsfaktoren angesehen. Die Isolation von MSC ist 
aus verschiedenen Geweben möglich; allerdings haben Untersuchungen deutliche 
Unterschiede in den in-vitro-Charakteristika zwischen den Zellquellen aufgezeigt. 
Trotz dieser unterschiedlichen Eigenschaften fasst die International Society for 
Cellular Therapy (ISCT) seit 2006 humane MSC als plastikadhärente Zellen mit 
tripotentem Differenzierungspotential sowie einem definierten Antigenprofil 
zusammen. Um eine Vergleichbarkeit equiner und humaner MSC und somit eine 
bessere Übertragbarkeit gewonnener Erkenntnisse aus der Pferdemedizin zu 
erreichen, steht aktuell die Untersuchung der geforderten Antigenexpression noch 
aus. 
 
2. Ziele der Untersuchung 
In der vorliegenden Arbeit sollte daher erstmalig eine vollständige Charakterisierung 




durchgeführt werden, um einen Vergleich mit humanen Zellen zu ermöglichen. 
Zudem sollte eine vergleichende Darstellung der Sehnenmarkerexpression 
durchgeführt werden, welche das Wissen um die in-vitro-Eigenschaften von MSC 
erweitern und in Folge zur Auswahl einer optimal für die Therapie von 
Sehnenerkrankungen geeigneten Zellquelle beitragen soll. 
 
3. Materialien und Methoden 
In der ersten Studie wurden equine MSC aus Knochenmark, Fettgewebe, 
Nabelschnurblut, Nabelschnurgewebe und Sehnengewebe bis zur Passage 3 
kultiviert und anschließend mittels Durchflusszytometrie auf das Vorkommen der 
Antigene CD 29, CD 44, CD 73, CD 90 und CD 105 sowie das Fehlen der Antigene 
CD 14, CD 34, CD 45, CD 79α und MHC II untersucht.  
In der zweiten Studie wurde eine Genexpressionsanalyse der Sehnenmarker 
Kollagen 1A2, Kollagen 3A1, Decorin, Tenascin-C und Skleraxis vergleichend mittels 
Echtzeitpolymerasekettenreaktion an den isolierten Zellen durchgeführt. In beiden 
Studien wurde eine Probenzahl von n= 6 für jede Zellquelle untersucht. 
 
4. Ergebnisse  
Keine der untersuchten Zellquellen erfüllte die MSC-Definition der ISCT bezüglich 
des Antigenprofils. Insbesondere durch den fehlenden Nachweis CD 73 (< 3,07 %) in 
allen untersuchten Proben unterscheiden sich equine und humane MSC. Die 
einzigen stabil exprimierten Antigene sind die zusätzlich untersuchten Proteine CD 
29 (37,5 % - 65,42 %) und CD 44 (32,2 % - 97,18 %). Das Vorkommen CD 105 
konnte in MSC aus Fett- und Sehnengewebe belegt werden. Zusätzlich war ein 
Nachweis von CD 90 in MSC aus Fettgewebe möglich, welche somit die größte 
Ähnlichkeit mit der humanen Zellpopulation aufweisen. 
Die Studie zur Genexpressionsanalyse weist auf eine Basisexpression von Kollagen 
1A2, 3A1 und Decorin in MSC aus verschiedenen Quellen hin, welche über der von 
nativem Sehnengewebe liegt. Auch hier weisen wiederum MSC aus Fettgewebe die 
höchste Expression auf. 
 
5. Schlussfolgerungen 
Die vorliegende Arbeit leistet einen Beitrag zu einer vertiefenden in-vitro-
Charakterisierung equiner MSC. Das Antigenprofil equiner MSC ist nicht vollständig 
mit dem humaner identisch. Eine abschließende Beurteilung sollte durch 
Untersuchungen mit spezies-spezifischen Antikörpern erfolgen. 
Die Ergebnisse der Genexpressionsanalyse unterstützen die Theorie, dass MSC die 
Sehnenheilung durch Produktion von extrazellulärer Matrix beeinflussen. Der Einsatz 
von MSC aus Fettgewebe in der Therapie von Sehnenerkrankungen sollte forciert 
werden, da ihre hohe Sehnenmarkerexpression einen Hinweis auf eine 
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1. Introduction 
Multipotent mesenchymal stromal cells (MSCs) are a promising therapeutic option for 
a variety of diseases in regenerative medicine. Due to their origin from mesodermal 
tissues, their application in the treatment of tendon disease seems to be 
advantageous and is already successfully performed in equine medicine. As this 
medical condition is known to be comparable to degenerative changes in human 
Achilles tendons, the translation of the acquired knowledge into human medicine 
would be desirable. However, until now, the mechanisms of action during tendon 
regeneration are still not yet fully understood. Among other theories, the effect is 
hypothesized to originate from a tenogenic differentiation of MSCs with a subsequent 
production of extracellular matrix. Gene expression of extracellular matrix proteins as 
well as transcription factors is seen as evidence for a successful differentiation 
process. Isolation of MSCs is possible from a variety of body tissues, although 
studies have proven distinct differences between different cell sources regarding 
characteristic features. Despite those differences, the International Society for 
Cellular Therapy subsumes human MSC as a plastic-adherent cell population 
capable of tri-lineage differentiation and displaying a defined antigen profile. To 
achieve comparability between equine and human MSCs and thereby be able to 
transfer knowledge from equine medicine, the last remaining step is the analysis of 
the required antigen profile on equine MSC. 
 
2. Aims 
This study aims to achieve for the first time comparability between human and equine 
MSCs by characterizing five different equine MSC cell sources according to the 
required antigen profile. Moreover, a comparison of tendon marker expression was to 




consequence be able to choose an ideal cell source for the treatment of tendon 
disease. 
 
3. Material and methods 
In the first study, equine MSC isolated from bone marrow, adipose tissue, cord 
tissue, cord blood and tendon tissue were cultivated until passage 3 and 
subsequently analyzed by flow cytometry for the expression of CD 29, CD 44, CD 73, 
CD 90 and CD 105 as well as the lack of CD 14, CD 34, CD 45, CD 79α and MHC II. 
In the second study, realtime polymerase chain reaction analysis of the tendon 
markers collagen 1A2, collagen 3A1, decorin, tenascin-c and scl eraxis was 
performed in the five cell sources. In both studies, n=6 samples were analyzed for 
each cell source. 
 
4. Results 
None of the cell sources analyzed met the MSC definition of the ISCT regarding the 
antigen profile. The difference between equine and human MSC is most distinctly 
depicted by the lack of CD 73 (<3.07 %). Additionally to the required antigen profile, 
the analysis of CD 29 (37.5 %-65.42 %) and CD 44 (32.2 % - 97.18%) was included. 
These antigens were shown to be the only proteins solidly expressed by MSCs. CD 
105 was only detected on MSC from adipose and tendon tissue. MSC from adipose 
tissue resembled their human counterparts most closely as they also expressed CD 
90. 
The gene expression analysis showed an expression of collagen 1A2, collagen 3A1 
and decorin in MSC from several cell sources on a higher level than native tendon 
tissue. Once more, MSC from adipose tissue showed the highest expression. 
 
5. Conclusion 
This work contributes to a better understanding of in vitro characteristic of equine 
MSCs. The antigen profile is not completely identical with their human counterparts. 
Nevertheless, a final evaluation should be postponed until an analysis using species-
specific antibodies has been accomplished. 
The results of the gene expression analysis support the hypothesis of MSC 
influencing the tendon healing process by production of extracellular matrix. A more 
frequent use of adipose derived MSCs in the treatment of tendon disease is 
recommended as the high level tendon marker expression suggests the cell source 
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